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Abstract-Deutsch 
Das Herz ist das erste Organ, das sich während der Embryonalentwicklung bildet und 
durch die Verteilung von Nährstoffen und Sauerstoff für die Lebenserhaltung von 
Geweben und Organen verantwortlich ist. Die Herzentwicklung benötigt die koordinierte 
Rekrutierung von zwei Herzvorläufer-Populationen, dem ersten und zweiten Herzfeld, 
welche sich aus einer gemeinsamen Vorläuferzellpopulation während der Gastrulation 
bilden. In der vorliegenden Arbeit wurde der Einfluss der Bmp- und Wnt-Signalwege auf 
die frühe Herzentwicklung in Mäusen untersucht. Dafür wurden mit Hilfe der Cre/LoxP-
Technik inaktivierende und aktivierende Mutationen im Bmp-Rezeptor Ia (BmpRIa) und 
im zentralen Modulator des Wnt-Signalweges, beta-Catenin, in Zellen des Mesoderms 
eingeführt, aus dem beide Herzfelder hervorgehen. Inaktivierende Mutationen im BmpRIa 
führen zum Verlust von erster Herzfeldderivate und zum Expressionsverlust von Genen, 
welche für die Aufrechterhaltung und Spezialisierung des ersten Herzfeldes in den späteren 
linken Ventrikel wichtig sind. In Mäusen mit inaktivierenden Mutationen in beta-Catenin 
bildet sich das erste Herzfeld korrekt, während die Entwicklung des zweiten Herzfeldes, 
z.B. die rechtsgerichtete Windung des linearen Herzrohres sowie Bildung des 
Ausflusstrakts und rechten Ventrikels, gestört ist. Die Genexpression von Bmp4 und Islet1 
in Vorläufern des zweiten Herzfeldes ist stark reduziert, während aktivierende Mutationen 
in beta-Catenin diese verstärken und die Bildung des linearen Herzrohres stören. Diese 
Ergebnisse zeigen, dass beta-Catenin für die Entwicklung des zweiten Herzfeldes 
entscheidend ist, und dass die Aktivierung des Wnt/beta-Catenin-Signalweges zeitlich und 
räumlich präzise reguliert werden muss, damit sich ein windendes lineares Herzrohr 
entwickeln kann. Zusammenfassend konnte in dieser Arbeit gezeigt werden, dass die 
BmpRIa- und Wnt/beta-Catenin-Signalwege unterschiedliche Rollen während der 
Musterbildung in der frühen Herzentwicklung spielen. 
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The vertebrate heart is the first organ that forms during embryonic development. Heart 
formation requires the coordinated recruitment of multiple cardiac progenitor cell 
populations derived from both the first and second heart fields, which arise from a 
common progenitor at gastrulation. In this study we have ablated the Bmp receptor 1a 
(BmpRIa) and the Wnt effector beta-Catenin in the developing heart of mice using MesP1-
cre, which acts in early mesoderm progenitors that contribute to both first and second heart 
fields. Remarkably, the entire cardiac crescent and later the primitive ventricle were absent 
in MesP1-cre; BmpR1a loss-of-function mutants. While myocardial progenitor and 
differentiation markers were detected in the small, remaining cardiac field in these 
mutants, first heart field markers, which are required for the maintenance and specification 
of first heart field derivatives, were not expressed. We conclude from these results that 
Bmp receptor signaling is crucial for the specification of the first heart field. In MesP1-cre; 
beta-Catenin loss-of-function mutants, cardiac crescent formation as well as first heart field 
markers were not affected, although cardiac looping and right ventricle formation were 
blocked. Expression of Isl1 and Bmp4 in second heart field progenitors was strongly 
reduced. In contrast, in gain-of-function mutation of beta-Catenin using MesP1-cre we 
revealed an expansion of Isl1 and Bmp4 expressing cells, although the heart tube was not 
formed. We conclude from these results that Wnt/beta-Catenin signaling regulates second 
heart field development, and that a precise amount and/or timing of Wnt/beta-Catenin 
signaling is required for proper heart tube formation and cardiac looping. In conclusion, we 
have shown that Bmp and canonical Wnt signaling have distinct roles during early 
cardiogenesis in mice. 
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Die vorliegende Arbeit wurde unter Anleitung von Herrn Prof. Dr. Walter Birchmeier am 
Max-Delbrück-Centrum für Molekulare Medizin in Berlin-Buch angefertigt. 
Zusammenfassung 
Durch zeitliche und räumliche Wechselwirkungen zwischen verschiedenen Signaltransduktions-
wegen (z.B. Wnt, Tgf-β/Bmp, Notch, Hedgehog und Rezeptortyrosinkinasen) wird die reguläre 
Embryonalentwicklung von Organismen ermöglicht. Störungen in der Signalübertragung können 
zu Defekten während der Embryonalentwicklung führen, aber auch die Entstehung und Progression 
von Krankheiten und Tumoren fördern. Das Herz ist das erste Organ, welches sich während der 
Embryonalentwicklung von Vertebraten bildet und durch die Verteilung von Nährstoffen und 
Sauerstoff für die Lebenserhaltung von Geweben und Organen innerhalb des gesamten Organismus 
verantwortlich ist. Störungen in der Herzentwicklung (in Formbildung, Wachstum, Kontraktilität, 
Gefäßbildung) gehören zu den weltweit häufigsten Geburtsdefekten. Der Zeitpunkt der Fehlbildung 
während der Embryonalentwicklung bestimmt den Schweregrad der Störung, vom Tod während 
der Embryonalentwicklung bis zu embryonalen Defekten, die erst im Alter zu Beeinträchtigungen 
führen. Um die Entwicklung des Herzens und herzassoziierter Krankheiten besser zu verstehen und 
gezielte Therapien durchführen zu können, ist es von großer Bedeutung, Komponenten der extra- 
und intrazellulären Signalübertragung und deren transkriptionelle Regulierung und 
Wechselwirkung mit anderen Signalwegen zu entschlüsseln.  
Die Herzentwicklung benötigt die koordinierte Rekrutierung von zwei Herzvorläufer-Populationen, 
dem ersten und zweiten Herzfeld, welche sich aus einer gemeinsamen Vorläuferzellpopulation 
während der Gastrulation bilden. In der vorliegenden Arbeit wurde der Einfluss der Bmp- und 
Wnt- Signaltransduktionswege auf die frühe Herzentwicklung in Mäusen untersucht. Dafür wurden 
mit Hilfe der Cre/LoxP-Technik inaktivierende und aktivierende Mutationen im Bmp-Rezeptor Ia 
(BmpRIa) und im zentralen Modulator des Wnt-Signalweges, β-Catenin, in Zellen des anterioren 
Mesoderms eingeführt, aus welchen beide Herzfelder gebildet werden. Inaktivierende Mutationen 
im BmpRIa führen zum Verlust von Derivaten des ersten Herzfeldes und zum Expressionsverlust 
von Genen, welche für die Aufrechterhaltung und Spezialisierung des ersten Herzfeldes in den 
späteren linken Ventrikel wichtig sind. In Mäusen mit inaktivierenden Mutationen in β-Catenin 
bildet sich das erste Herzfeld korrekt, während die Entwicklung des zweiten Herzfeldes, z.B. die 
rechtsgerichtete Windung des linearen Herzrohres sowie Bildung des Ausflusstrakts und rechten 
Ventrikels, gestört ist. Die Genexpression von Bmp4 und Islet1 in Vorläufern des zweiten 
Herzfeldes ist stark reduziert, während aktivierende Mutationen in β-Catenin diese verstärken und 
die Bildung des linearen Herzrohres stören. Diese Ergebnisse zeigen, dass β-Catenin für die 
Entwicklung des zweiten Herzfeldes entscheidend ist, und dass die Aktivierung des Wnt/β-
Catenin-Signalweges zeitlich und räumlich präzise reguliert werden muss, damit sich ein 
rechtsgewundenes lineares Herzrohr entwickeln kann. Zusammenfassend konnte in dieser Arbeit 
gezeigt werden, dass die BmpRIa- und Wnt/β-Catenin-Signalwege unterschiedliche Rollen 
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Die Entwicklung eines multizellulären Organismus aus einer einzigen Zelle, die 
Entstehung von Mehrschichtigkeit, Differenzierung und die Determination von Zellen und 
Zellgruppen wird durch die Vernetzung von Signalwegen (z.B. Wnt, Tgf-β/ Bmp, Notch, 
Hedgehog und Rezeptortyrosinkinasen) ermöglicht. Diese Signaltransduktionswege 
werden durch spezifische extrazelluläre Signale, über deren Bindung an membranständige 
Rezeptoren, initiiert. Das Signal wird in das Innere der Zelle weitergeleitet und kann über 
intrazelluläre Komponenten im Signalweg potenziert werden. Einzelne Signalwege können 
miteinander kommunizieren und sich gegenseitig regulatorisch beeinflussen. Die 
räumliche und zeitliche Integration dieser komplex vernetzten Signalwege ist für die 
normale Embryonalentwicklung essentiell. Um die Embryonalentwicklung, im Speziellen 
die Herzentwicklung, besser verstehen zu können ist es von großer Bedeutung die 
Regulation herzspezifischer Zielgene und die Wechselwirkung zwischen den 
verschiedenen Signalwegen zu bestimmten Entwicklungs-zeitpunkten zu entschlüsseln. 
 
Der Wnt-Signaltransduktionsweg  
Der Wnt-Signaltransduktionsweg spielt eine entscheidende Rolle in der Embryonal-
entwicklung sowie Regeneration von Organen und Geweben im adulten Organismus. 
Störungen in der Signalübertragung führen zur Entstehung von Krankheiten und 
Progression von Tumoren. Erste direkte Hinweise auf die Rolle des Wnt-Signalweges 
lieferten Studien in Drosophila und in der Maus. In der Maus wurde 1982 erstmalig ein 
Gen identifiziert, Int-1, welches durch die Integration eines Retroviruses aktiviert wird und 
in Mäusen Brustkrebs induziert1. Eine Drosophila-Mutante mit schweren embryonalen 
Störungen in der Flügelentwicklung wurde bereits 1973 beschrieben und erhielt den 
Namen Wingless (wg)2, welches sich später als Int-1- Homolog herausstellte3;4. Die 
Abkürzung Wnt steht seither für eine Kombination aus den Gennamen Wingless aus 
Drosophila und Int-1 aus der Maus5. Neben dem Verlust der Flügel zeigte die wg-Mutante 
Segmentierungsstörungen während der Embryonalentwicklung6. Diese und weitere 
Mutanten mit Segmentierungsstörungen, sogenannte Segmentpolaritätsgene, wurden in 
Reihenuntersuchungen von Nüsslein-Volhard, Wieschaus und Anderen entdeckt und 
 
charakterisiert6-9. Einige dieser Mutanten wiesen Mutationen in Genen auf, die wenig 
später als Komponenten der Wnt-Signaltransduktion identifiziert wurden.  
Bereits zu Beginn des 19.Jahrhunderts gab es indirekte Hinweise auf die Rolle des Wnt-
Signalweges in der Entwicklung der embryonalen Körperachse. So zeigten schon Spemann 
und Mangold 1924, dass die Transplantation der dorsalen Urdarmmundlippe eines 
gastrulierenden Molchkeimes auf die Ventralseite eines anderen eine zweite Körperachse 
induzieren kann10. Eine zweite Körperachse in Froschembryonen konnte Morgan bereits 
1902 mittels Lithiumchlorid erzeugen11. Die Entwicklung der zweiten Körperachse in 
Xenopusembryonen durch Transplantation, Lithiumchlorid oder Injektion von In-Vitro-
synthetisierter Wnt-1 mRNA wurde Ende des 19.Jahrhunderts auf die Aktivierung des 
Wnt-Signaltransduktionsweges in Zellen zurückgeführt, welche während der normalen 
Embryonalentwicklung keine Wnt-Aktivität zeigen12-14.   
 
Wnt-Proteine gehören zur Familie der cysteinreichen Glykoproteine, welche lokal auf 
benachbarte Zellen (parakrin) übertragen werden15. Die Reifung und Sezernierung von 
Wnt-Proteinen erfolgt durch schrittweise Modifizierung und Transport innerhalb 
benachbarter Zellen: Palmitoylierung und Glykosylierung durch Porcupine, Transport und 
Sezernierung modifizierter Wnt-Proteine vom Golgi-Apparat zur Plasmamembran über 
Wntless, und Recycling von Wntless durch den Retromer-Komplex16-25. Sezernierte Wnt-
Proteine können als Liganden an die extrazelluläre N-terminale Domäne von Frizzled 
(Frz)-Siebentransmembran-Rezeptoren binden und die Signalweiterleitung im Zytoplasma 
einleiten26-28. Durch die Bindung von Wnt-Liganden an Frizzled-Rezeptoren wird die 
Aktivierung verschiedener Wnt-Signalwege initiiert. Es wird zwischen dem klassischen, 
kanonischen Wnt/β-Catenin- und den nichtkanonischen planaren Zellpolaritäts- 
(Wnt/JNK-Signalweg) und Wnt/Ca2+-Signaltransduktionswegen unterschieden. Die 
Familie der Wnt-Proteine (es existieren 19 humane Wnt-Gene) kann in zwei Gruppen 
unterteilt werden. Die ektopische Expression von z.B. Wnt-1, -3a, -6, -8a resultiert in der 
transformierenden, d.h. onkogenen Wirkung auf epitheliale Zellen sowie Induktion einer 
sekundären Körperachse in Xenopusembryonen, durch die vorwiegende Aktivierung des 
kanonischen Wnt/β-Catenin-Signalweges. Zur zweiten Gruppe gehören die 
nichtkanonischen Wnt-Liganden wie z.B. Wnt-4, -5a, -11, welche die Zellpolarität und 
gerichtete Zellbewegungen in Drosophila- und Xenopusembryonen kontrollieren, auch 
bekannt als Konvergenz- und Extensionsbewegungen29;30. 
 
Der kanonische Wnt/β-Catenin-Signaltransduktionsweg  
Im kanonischen Wnt/β-Catenin-Signaltransduktionsweg werden Wnt-Zielgene durch die 
Stabilisierung von β-Catenin und dessen Translokation in den Zellkern aktiviert (Abb.1). 
β-Catenin gehört zur Familie der Armadillo-Proteine (β-Catenin hat 12 Armadillo-
Repeats) und besitzt eine duale Funktion in der Zelle, zum einen als Zelladhäsionsmolekül 
und zum anderen als zentrales Molekül im kanonischen Wnt-Signaltransduktionsweg31-37. 
Die Kontrolle der β-Catenin-Stabilität ist ausschlaggebend für die Wnt-
Signaltransduktion38-40. In der Abwesenheit von Wnt-Liganden (Abb.1A) wird 
zytoplasmatisches β-Catenin in einen Multiproteinkomplex rekrutiert. β-Catenin interagiert 
in diesem Multiproteinkomplex mit dem Tumorsuppressorgenprodukt Adenomatous 
Polyposis Coli (APC) und Axin1/Axin2 (Conductin) und wird durch zwei Kinasen, 
Caseinkinase 1α (CK1α) und Glykogensynthasekinase-3β (Gsk-3β), N-terminal 
phosphoryliert41-48. Nach der N-terminalen Phosphorylierung (an Ser45, Thr41, Ser37 und 
Ser33) wird β-Catenin durch Bindung an β-TrCP in einem E3-Ubiquitin-Ligasenkomplex 
polyubiquitiniert und somit für den proteasomalen Abbau vorbereitet49-52. Durch den 
Abbau überschüssigen zytoplasmatischen β-Catenins wird der Gehalt an β-Catenin in der 
Zelle gering gehalten und dessen Translokation in den Zellkern verhindert. Im Zellkern 
wird die Transkription von LEF/TCF-Zielgenen durch die Interaktion von LEF/TCF-
Transkriptionsfaktoren mit Groucho-Ko-Repressoren verhindert 53-55.  
 
In Anwesenheit von kanonischen Wnt-Liganden bildet sich ein ternärer Komplex 
bestehend aus Wnt, Frizzled und einem Lipoprotein-verwandten-Ko-Rezeptor LRP5 oder 
LRP656-58. Die Bindung von Wnt-Liganden an Frizzled- und LRP5/6-Rezeptoren kann 
durch verschiedene Inhibitoren unterbunden werden (s.Abb.1A). Zu diesen Inhibitoren 
gehören lösliche Frizzled-verwandte Moleküle (sFRPs) und der Wnt-inhibitorische-Faktor-
1 (WIF), welche in der interstitiellen Flüssigkeit mit Wnt-Liganden interagieren können 
und somit mit Frizzled-Rezeptoren um deren Interaktion kompetieren59-61. Die 
Sezernierung von Dickkopf-Molekülen (DKK) initiieren deren Bindung an Kremen und 
LRP5/6-Rezeptoren, so dass die Aktivierung des Wnt-Signalweges durch Internalisierung 
von LRP inhibiert werden kann62;63. Durch die Bindung von kanonischen Wnt-Liganden an 
Frizzled- und LRP5/6-Ko-Rezeptoren wird zum einen LRP5/6 von CK1γ und Gsk-3β 
phosphoryliert64;65 (Abb.1B). Zum anderen wird die Rekrutierung von Dishevelled-
Molekülen (Dvl) zur Plasmamembran und deren Interaktion mit Frizzled sowie 
 
Polymerisierung mit anderen Dishevelled-Molekülen initiiert66;67. Die Phosphorylierung 
von LRP5/6 und die Bildung des Dishevelled-Polymers leitet die Translokation von Axin 
zur Plasmamembran ein. Die Translokation von Axin zur Plasmamembran resultiert in der 
Aufhebung des Multiproteinabbaukomplexes und somit in der zytoplasmatischen 
Anreicherung und anschließenden Translokation von β-Catenin in den Zellkern68. Im 
Zellkern bildet β-Catenin einen transkriptionell aktiven Komplex mit LEF/TCF-
Transkriptionsfaktoren, in welchem die Bindung von Groucho-Ko-Repressoren 































































Abb. 1: Der kanonische Wnt/β-Catenin-Signaltransduktionsweg. (A) In Abwesenheit von Wnt-Liganden 
wird zytoplasmatisches β-Catenin in einen Multiproteinkomplex, bestehend aus Axin/Conductin und 
APC, rekrutiert und durch CK1α und Gsk-3β N-terminal phosphoryliert. Die E3-Ubiquitinligase β-
TrCP erkennt N-terminal phosphoryliertes β-Catenin, ist verantwortlich für dessen Ubiquitinierung 
und anschließenden proteasomalen Abbau. (B) Durch die Bindung von Wnt Liganden an Frizzled 
und Lrp5/6-Ko-Rezeptoren wird die Signalübertragung über β-Catenin induziert. Nach Bindung von 
Wnt-Liganden werden Lrp5/6 durch Ck1γ und Gsk3β phosphoryliert und Dishevelled Moleküle 
bilden einen an Frizzled-gebundenenen-Polymer. Phosphorylierung und Polymerisierung führen 
zur Rekrutierung von Axin an die Plasmamembran und zur Inaktivierung des 
Multiproteinabbaukomplexes. Ungebundenes stabiles β-Catenin wird in den Zellkern transloziert 
und bildet einen transkriptionell aktiven Komplex mit LEF/TCF-Transkriptionsfaktoren, indem die 
Bindung zu Ko-Inhibitor Groucho aufgehoben und die Bindung an Ko-Aktivatoren BCL9, Pygo und 
CBP initiiert wird.  APC, adenomatous polyposis coli; β-TrCP, β-transducin repeat-containing 
protein; BCL9, B-cell lymphoma 9; CBP, CREB binding protein; CK1α/γ, Casein kinase 1α/γ; DKK, 
Dickkopf; Dvl, Dishevelled; Gsk-3β, Glykogen  synthase kinase 3β; Fzd, Frizzled; LEF, lymphoid 
enhancer factor; LRP5/6, LDL-receptor related protein 5/6; sFRP, secreted Frizzled related protein; 
TCF, T-cell factor; P, Phosphorylierung; Pygo, Pygopus; Ub, Ubiquitin; WIF, Wnt inhibitory factor. 
 
 
Es existieren zahlreiche Gene, deren Transkription durch den β-Catenin/LEF/TCF-
Komplex angeschaltet wird. Als erstes direktes transkriptionelles β-Catenin/LEF-Zielgen 
wurde Ubx in Drosophila identifiziert, gefolgt von dem Protoonkogen c-Myc, welches 
erstmalig die direkte transformierende Rolle des kanonischen Wnt-Signalweges in der 
Entstehung von Dickdarmkrebs zeigte76;77. Die zurzeit beschriebenen direkten Wnt/β-
Catenin-Zielgene haben Funktionen in der Zelldifferenzierung (Siamois, Brachyury), 
Signaltransduktion (VEGF, Fgf4/18), Zellproliferation (c-Myc, Cyclin D1, Cyclin D2), 
Zelladhäsion (E-Cadherin, Nr-Cam) und viele andere Gene, welche Komponenten des 
Wnt/β-Catenin-Signalweges sind und damit die Aktivität des Wnt/β-Catenin-Signalweges 
positiv oder negativ autoregulieren (Frizzled, DKK, LRPs, Axin2, β-TrCP, LEF/TCFs). 
Eine ständig aktualisierte Übersicht über den Wnt/β-Catenin-Signalweg und dessen 
direkten Zielgene bietet die Internetseite http://www.stanford.edu/~rnusse/wntwindow.html. 
 
Der Einfluss des Wnt/β-Catenin-Signaltransduktionsweges auf die murine 
Embryonalentwicklung  
In Vertebraten beeinflusst der Wnt/β-Catenin-Signaltransduktionsweg die Embryonal-
entwicklung aller Organe und Gewebe zu unterschiedlichsten Zeitpunkten, in Serie oder 
parallel mit den weiteren Signalwegen. Bereits vor Beginn der Gastrulation (Bildung der 
drei Keimblätter, aus welchen sich alle embryonalen Organe und Gewebe entwickeln) ist 
die Aktivierung des Wnt/β-Catenin-Signalweges entscheidend für die Festlegung der 
Antero/Posteriorachse und Mesoderminduktion. So führt der konventionelle Verlust von β-
Catenin zu Veränderungen in der Entwicklung der extraembryonalen Zellschicht 
(primitives Endoderm), welche das embryonale Ektoderm (Epiblast) nach Einpflanzung 
der Blastozyste und vor Beginn der Gastrulation umschließt78-80. Es konnte gezeigt werden, 
dass β-Catenin im Epiblast die Migration von distalem primitivem Endoderm nach anterior 
und so die zukünftige Kopfregion festlegt79;80. Die Migration des distalen primitiven 
Endoderms nach anterior wird dabei durch die entgegengesetzt gerichtete Expression von 
anteriorem Dkk1-Inhibitor und posteriorem Wnt-3a-Liganden kontrolliert81. Der 
konventionelle Verlust von kanonischem Wnt-3-Liganden, LRP5/6 in Kombination oder 
Mesd-Chaperonen (wichtig für LRP5/6-Membranlokation) zeigt hingegen die korrekte 
Formierung von anteriorem primitivem Endoderm, führt jedoch zum Verlust der 
Primitivleiste und sich daraus entwickelndem Mesoderm82-84. Im Gegensatz dazu wurden 
 
durch die konditionelle Stabilisierung von β-Catenin in der Zygote sowie in homozygoten 
APCmin-Mutanten vorzeitig mesodermale Gene, wie Brachyury, im gesamten Epiblast 
angeschaltet85;86.  
 
Eine entscheidende Rolle wird der Wnt/β-Catenin-Signalgebung in der Polarisierung der 
Körperachsen, bezogen auf den gesamten Embryo aber auch bezogen auf die Entwicklung 
der einzelnen Organe und Gewebe, zu Teil. Zumeist bilden kanonische Wnt-Signale in 
posterioren oder proximalen Körperregionen einen Morphogen-Gradienten nach anterior 
oder distal. Ein proximo/distaler Gradient von Wnt-Morphogen ist in sich verzweigenden 
Organen zu finden, wie z.B. in Lunge, Brustdrüse und Niere87-94. Ein Gradient der Wnt-
Signalgebung von posterior nach anterior zeigt sich hingegen während der 
Hirnentwicklung, Festlegung von Körpersegmenten und im Gastrointestinaltrakt94-98. 
Nullmutationen in Dkk1-Inhibitor und Überexpression von Wnt8c führen z.B. zum Verlust 
von Vorder- und Zwischenhirn, während Nullmutationen in Wnt-1, LRP6 oder Frizzled-4 
Defekte in Zwischen- und Endhirn sowie Cerebellum auslösen56;99-103. Der Einfluss der 
Wnt/β-Catenin-Signalgebung auf die dorso/ventrale und proximo/distale Körperachse lässt 
sich am Beispiel der Gliedmaßenentwicklung erklären. Die Gliedmaßen entwickeln sich 
aus einem mesodermalen kompakten Zellaggregat, welches von einer ektodermalen 
Zellschicht überlagert ist. An der Mittellinie zwischen dorsalem und ventralem Ektoderm 
(Dorso/Ventralachse) formt sich eine hervorstehende epitheliale Leiste (AER, Apical 
Ectodermal Ridge), von welcher Wnt-, Fgf- und Bmp-Signale in das darunter liegende 
Mesoderm sezerniert werden und das proximo/distale Auswachsen der Gliedmaßenknospe 
induzieren104;105. Es konnte gezeigt werden, dass der Verlust von β-Catenin im Ektoderm, 
welches das mesodermale Zellaggregat der zukünftigen Hintergliedmaßen überlagert, in 
schweren Fällen zum vollständigen Verlust der Hinterbeine führt. Der Verlust distaler 
Gliedmaßen konnte auf den Verlust der AER-Bildung und Bmp2-, Bmp4- und Fgf8-
Expression zurückgeführt werden105. In schwächeren Mutanten wurde der Verlust der 
Fußsohlen und stattdessen die Dorsalisierung der Ventralseite, z.B. Nagelbildung, 
detektiert105;106: Ein äußeres Erscheinungsbild, welches mit dem konditioneller BmpRIa-
Mutanten vergleichbar war107. Die genaue Analyse der konditionellen stabilisierenden β-
Catenin-Mutanten in Kombination mit konditionellen BmpRIa-Mutanten konnte zeigen, 
dass der BmpRIa-Signalweg den Wnt/β-Catenin-Signalweg in der Bildung des AER 
reguliert, d.h. Defekte von BmpRIa-Mutanten können durch Stabilisierung von β-Catenin 
 
kompensiert werden. Im Gegensatz dazu konnten Defekte der Dorso/Ventralachse in 
BmpRIa-Mutanten nicht durch die Stabilisierung von β-Catenin ausgeglichen werden. Für 
die Ventralisierung scheinen Wnt/β-Catenin-Signale und die BmpRIa-Signalgebung daher 
entweder gleichzeitig aktiviert zu sein oder der BmpRIa-Signalweg vom Wnt/β-Catenin-
Signalweg kontrolliert zu werden105.   
 
Es existieren Organe, in welchen der Wnt/β-Catenin-Signalweg zeitlich alternierend 
(oszillierend) aktiviert und reprimiert wird, um z.B. die Bildung der paarigen 
Körpersegmente (Somiten) oder auch den Haarzyklus in der Haut zu kontrollieren. Die 
Segmentierung von Somitenpaaren wird durch die zeitlich entgegengesetzte Aktivität von 
Wnt- und Notch-/Fgf-Signalen festgelegt97;98;108. In der normalen Haut kontrolliert der 
Wnt/β-Catenin-Signalweg in der Auswölbung des Haarfollikels die Differenzierung von 
Stammzellen in Haarzellen109. In epidermalen Tumoren hingegen erhält β-Catenin die 
Selbsterneuerung von Krebsstammzellen in der Haut aufrecht110. Während des regulären 
Haarzyklus wird der Wnt/β-Catenin-Signalweg durch den BmpRIa-
Signaltransduktionsweg zyklisch gehemmt und ist somit für die oszilierende Erneuerung 
und Differenzierung der Haarfollikel-Stammzellen in der Auswölbung der Haarfollikel 
entscheidend111;112.  
 
In sich-ständig erneuernden Organen ist der kanonische Wnt-Signalweg für die 
Selbsterneuerung von multipotenten Stammzellen verantwortlich, z.B. im Dünndarm, im 
hämatopoetischen System und in der Haut110;113-121. In anderen Organen kontrolliert der 
Wnt/β-Catenin-Signalweg die Bildung, die Aufrechterhaltung oder die Spezifizierung von 
spezifischen Zellvorläuferpopulationen, welche das Potential haben in zwei oder mehrere 
verschiedene Zellwege differenzieren zu können, z.B. in der Hypophyse, im dorsalen 
Rückenmark oder während der Knochenbildung122-125. In der anterioren Hypophyse 
aktiviert β-Catenin/LEF/TCF die Expression von Pitx2, welches für die Bildung von Pit1-
exprimierenden Zellvorläufern verantwortlich ist, hat jedoch keinen Einfluss auf die 
Aufrechterhaltung und Differenzierung dieser Vorläuferzellpopulation124. Im Gegensatz 
dazu konnte gezeigt werden, dass β-Catenin während der Knochenentwicklung die 
Differenzierung von osteochondrogenen Zellvorläufern in Osteoblasten induziert123. Der 
Einfluss des Wnt/β-Catenin-Signalweges auf die Aufrechterhaltung von Vorläuferzellen 
lässt sich an der Entwicklung des dorsalen Rückenmarks erklären. Im dorsalen 
 
Rückenmark befindet sich im Inneren eine Zone von sechs neuronalen 
Vorläuferzellpopulationen (p1-p6), aus welchen sechs verschiedene postmitotische 
Interneurone (dI1-dI6) hervorgehen. Vorläuferpopulationen sowie postmitotische 
Interneurone können aufgrund der Expression verschiedener Transkriptionsfaktoren 
unterschieden werden. In Vorläuferzellen p1-3 ist Olig3 exprimiert und kontrolliert die 
Differenzierung in Foxd3-exprimierende (dI2) und Isl1/2-exprimierende (dI3) 
Interneurone126. In der Studie von Zechner et al. (2007) konnte gezeigt werden, dass der 
BmpRIb für die Aktivierung des kanonischen Wnt/Signalweges im dorsalen Rückenmark 
verantwortlich ist. Die konditionelle Aktivierung des Wnt/β-Catenin-Signalweges resultiert 
in der verstärkten Proliferation der Olig3-exprimierenden Vorläuferzellpopulation und in 
der Differenzierung überzähliger Foxd3- und Isl1/2-exprimierender postmitotischer 
Interneurone125. Im Gegensatz dazu führt der Verlust von β-Catenin zum Verlust Olig3-
exprimierender Vorläuferzellen und der konventionelle Verlust von Olig3 verhindert die 
Bildung von dI2- und dI3-Neuronen122;126. Die Kombination aus Olig3-Nullmutation und 
konditioneller  Stabilisierung von β-Catenin im dorsalen Rückenmark bewirkt den Verlust 
der dI2- und dI3-Neurone und die Verbreiterung der Domäne Lbx1-exprimierender 
Neurone (dI4-dI6), während der proliferative Effekt auf die Vorläuferzellzone erhalten 
bleibt. Aus diesen Ergebnissen ließ sich schlussfolgern, dass der Wnt/β-Catenin-Signalweg 
entscheidend ist für die Bildung und Aufrechterhaltung von Olig3-exprimierenden 
Vorläuferzellen, jedoch nicht für die Differenzierung in dI2- und dI3-Neurone125.   
 
Der Tgf-β/ Bmp-Signaltransduktionsweg 
Die Tgf-β/ Bmp-Signalgebung wird durch verschiedene extrazellulär-sezernierte Liganden 
aktiviert. Im Säugergenom befinden sich mindestens 30 Gene, welche unterschiedliche 
Liganden kodieren, drei Tgf-β Isoformen, vier Activine, Nodal, zehn Bmps, MIS 
(Müllerian-inhibiting substance) und elf GDFs (Growth and Differentiation Factors)127. 
Diese Liganden werden als Pre-Proproteine synthetisiert, welche über ihre Pro-Domänen 
dimerisieren bevor sie von Proprotein-Konvertasen gespalten  und als reife Liganden-
Homodimere sezerniert werden127-129. Der Liganden-Homodimer bindet an zwei Serin-/ 
Threoninrezeptorkinasen (Typ I und Typ II), so dass ein hetero-tetramerer 
Rezeptorkomplex entsteht130;131. Abhängig vom Liganden und Typ I Rezeptor wird 
intrazellulär entweder die Smad2/3-Signalkaskade angeschaltet, welche Tgf-β-spezifische 
 
Zielgene aktiviert oder die Smad1/5/8-Signalkaskade, welche Bmp-spezifische Zielgene 
aktiviert131-138.    
 
Der Bmp-Signaltransduktionsweg  
Im Bmp-Signaltransduktionsweg werden Bmp-spezifische Zielgene durch die Phosphorylierung 
von Smad1/5/8, Komplexierung mit Smad4 und dessen Translokation in den Zellkern aktiviert 
(Abb.2). Der Phosphorylierungsstatus von Smad1/5/8 ist ausschlaggebend für die Bmp-
Signaltransduktion und wird durch Typ I Serin-/ Threoninrezeptorkinasen kontrolliert. Durch die 
Liganden-Bindung an Typ I- und Typ II-Rezeptoren werden beide Rezeptoren nahe aneinander 
gebracht, FKBP12-Proteine lösen sich vom N-terminalen Phosphorylierungsmotiv im Typ I-
Rezeptor, so dass der Typ II-Rezeptor den Typ I-Rezeptor dort phosphorylieren kann130;131;139-141. In 
Säugern existieren vier verschiedene Bmp-Typ I-Rezeptoren (ActRLI auch Alk1, ActRIa auch 
Alk2, BmpRIa auch Alk3 und BmpRIb auch Alk6 genannt) und drei Bmp-Typ II-Rezeptoren 
(ActRII, BmpRII und MISRII)127. Abhängig vom Liganden-Homodimer bildet sich ein Hetero-
Tetramer mit verschiedenen Typ I- und Typ II-Rezeptoren  (s.Abb.2).  So können z.B. Bmp2- oder 
Bmp4-Homodimere an den Bmp-Rezeptor Ia (BmpRIa) und BmpRII (Typ II) binden und 
resultieren in der Phosphorylierung des BmpRIa an zwei Serinen. Durch die Phosphorylierung des 
Typ I-Rezeptor wird eine Bindungsstelle für rezeptorreguliertes-Smad1/5/8 gebildet und die 
Proteinkinasendomäne des Typ I-Rezeptor phosphoryliert gebundenes Smad1/5/8 C-
terminal131;142;143. C-terminal phosphoryliertes Smad1/5/8 bildet einen Hetero-Trimerkomplex mit 
Smad4 und wird in den Zellkern transloziert131;143-145. Im Zellkern bindet der Hetero-
Trimerkomplex an die DNA und aktiviert in Anwesenheit von Ko-Aktivatoren, wie z.B. OAZ (Olf-
1/EBF Associated Zinc finger) oder CBP/p300, die Transkription von Bmp-spezifischen 
Zielgenen131;146-149. Es existieren zahlreiche Gene, deren Transkription durch den phosphorylierten 
Smad1/5/8-Smad4-Komplex aktiviert wird. Zu den Bmp-spezifischen Zielgenen gehören 
verschiedene Transkriptionsfaktoren (Vent2, Msx, Gata4, Nkx2-5), Inhibitoren für basische Helix-
Loop-Helix(bHLH)-Transkriptionsfaktoren (Id1, Id2, Id3), Gene die Zelldifferenzierung 
(Osteopontin) regulieren oder den Bmp-Signalweg negativ autoregulieren können (Smad6, Smad7, 
Bambi, Noggin)138. 
Neben der Smad1/5/8-vermittelten Signaltransduktion können Bmp-aktivierte Typ I-Rezeptoren 
mit XIAP interagieren. XIAP aktiviert die Tak1-MAPK-Kaskade und resultiert in der 
Phosphorylierung von Transkriptionsfaktoren, welche an Bmp-aktivierte Smads binden und so 
Bmp-spezifische Zielgene aktivieren, jedoch auch die Aktivität von Smad1 inhibieren können150-
153. Auf der anderen Seite können durch die Aktivierung von TAK1-NLK LEF/TCF-
Transkriptionsfaktoren phosphoryliert und somit der Wnt-induzierte transkriptionelle β-
Catenin/LEF/TCF-Komplex inhibiert werden154.  
 
Der Bmp-Signaltransduktionsweg kann intrazellulär, membranständig und extrazellulär gehemmt 
werden (s.Abb.2). Zu den extrazellulär Inhibitoren der Bmp-Signalgebung gehören Noggin, 
Gremlin, Chordin und Follistatin, welche in der interstitiellen Flüssigkeit mit Liganden interagieren 
können und so mit Typ I-und Typ II-Rezeptoren um deren Interaktion kompetieren155-158. In der 
Membran kann der Pseudorezeptor Bambi mit Typ I-Rezeptoren um deren Bindung an Liganden 
konkurrieren. Im Gegensatz zu Typ I-Rezeptoren fehlen dem Bambi-Pseudorezeptor das 
Phosphorylierungsmotiv und die intrazelluläre Kinasendomäne, so dass keine Aktivierung von 
Rezeptor-regulierten-Smad-Proteinen initiiert werden kann159;160. Im Zytoplasma wirken 
inhibitorische Smads hemmend auf die Bindung von Smad1/5/8 an Typ I-Rezeptoren (Smad7) oder 
blockieren die Bindung phosphorylierter Smad1/5/8 an Smad4 (Smad6)131;161;162. Smurf-Ubiquitin-






















































Abb. 2: Der Bmp-Signaltransduktionsweg am Beispiel von Bmp Rezeptor Ia. Bmp-Homodimere binden 
an Typ I und Typ II Rezeptoren und vermitteln die Smad1/5/8 oder die MAPK- induzierte 
Signalübertragung. Durch die Bindung von Bmp2 oder Bmp4- Homodimeren an den BmpRIa (Typ I) 
entsteht ein Komplex mit BmpRII (Typ II), welcher BmpRIa C-terminal phosphoryliert und dadurch 
aktiviert. Der aktive BmpRIa phosphoryliert rezeptoraktivierbares Smad1/5/8, initiiert damit dessen Bindung 
an Smad4 und Translokation in den Zellkern. Im Zellkern bindet der Smad-Komplex, bestehend aus 
pSmad1/5/8 und Smad4, an Smad-spezifische Promotorregionen und aktiviert mit Hilfe von Ko-Aktivatoren 
die Expression Bmp-spezifischer Zielgene. Bmp-Inhibitoren, Bambi, Smad6 und Smurf hemmen die Bmp-
Smad1/5/8 Signalübertragung auf Liganden-, Rezeptor- oder Smad1/5/8-Ebene. Neben dem Bmp-Smad-
Signalweg existiert die Bmp-MAPK-Signalübertragung. Nach Aktivierung eines Typ I- Bmp-Rezeptors kann 
dieser mit XIAP interagieren und die Tak1-Tab1-NLK/p38-MAPK-Signalkaskade initiieren. NLK hemmt 
den Wnt/β-Catenin Signalweg auf Promotorebene durch Phosphorylierung von LEF/TCF im β-
Catenin/LEF/TCF-Komplex. ActR, Activin Receptor; ActRL, Activin Receptor like; β-cat, β-Catenin; Bmp, 
Bone morphogenic protein; BmpR, Bmp-Rezeptor; GDF, Growth and Differentiation Factor; MAPK, 
Mitogen Aktivierte Proteinkinase; MIS, Muellerian Inhibiting Substance; NLK, Nemolike Kinase; P, 




Der Einfluss des Bmp-Signalweges auf die murine Embryonalentwicklung 
Bmp-Liganden wurden ursprünglich 1965 entdeckt und erhielten ihren Namen aufgrund 
ihrer ektopischen, Knochen-induzierenden Wirkung in Muskeln und ihrer Wirkung als 
Morphogen166;167. Erstmalige genetische Hinweise lieferten konventionelle Bmp5-
Nullmutanten, welche Defekte in der Schädelbildung und in axialen Strukturen 
aufwiesen168-170. Knochen bilden sich einerseits aus Osteoklasten (hämatopoetischen 
Ursprungs) und mineralisierenden Osteoblasten, welche im kondensierten Mesenchym 
durch Differenzierung osteochondrogener Vorläuferzellen und Freisetzung von Osteoid 
gebildet werden, desmale Knochenbildung (z.B. bestimmte Schädelknochen). Andererseits 
bilden sich Knochen endochondral, d.h. im kondensierten Mesenchym differenzieren 
osteochondrogene Vorläuferzellen in Chondrozyten und bilden proliferierendes 
Knorpelgewebe. Im Inneren der Knorpelschicht wird die chondrogene Proliferation 
eingestellt und es bilden sich hypertrophe Chondrozyten, welche die 
Osteoblastendifferenzierung induzieren können (z.B. Gliedmaßenskelett)171.  Bmp6- und 
BmpRIb-Nullmutanten zeigen Verknöcherungs- und Gliedmaßenskelettdefekte, während 
Noggin-Nullmutanten vorzeitige endochondrale Knochenbildung durch verbreiterte 
Chondrogenese aufweisen172-175. Es konnte gezeigt werden, dass die konditionelle 
Aktivierung der Bmp-Typ I-Rezeptoren, BmpRIa und  BmpRIb, zu eine Überproduktion 
an Chondrozyten und somit zu endochondraler Knochenbildung führt176. Dabei ist die 
Signalgebung über BmpRIb hauptsächlich für die Kondensierung des Mesenchyms 
verantwortlich während der BmpRIa Wachstum und Differenzierung von Chondrozyten 
kontrolliert177. Neben der entscheidenden Rolle der Bmp-Signaltransduktion während der 
Knochenentwicklung sind Bmp-Liganden während der Embryonalentwicklung in vielen 
Organen exprimiert167;177.  
 
Bereits vor Beginn der Gastrulation ist die Aktivierung des Bmp-Signalweges 
entscheidend für die Mesoderminduktion178;179. Konventionelle Nullmutationen in 
Komponenten des Bmp-Signalweges resultieren in früh-embryonal lethale Phänotypen vor 
Beginn und in späten Stadien der Gastrulation (z.B. BmpRIa-/-, BmpRII-/-, ActRIa-/-, Bmp4 
-/-) bzw. aufgrund extraembryonal-mesodermaler Defekte um E9.5 (z.B. Smad1-/-)180-185. So 
verhindert der konventionelle Verlust von Bmp4 oder BmpRIa die Bildung des 
mesodermalen Keimblattes180;181. Der spezifische Verlust von Bmp4 sowie BmpRIa im 
 
Epiblast zeigte, dass diese Embryonen normal gastrulieren, d.h. Bmp4 sowie BmpRIa 
werden im extraembryonalem Ektoderm und primitiven Endoderm benötigt, um die 
Entstehung des mesodermalen Keimblattes zu induzieren186-188. 
 
Des Weiteren kontrolliert der Bmp-Signalweg die Bildung, Aufrechterhaltung oder 
Differenzierung spezifischer Vorläuferzellpopulationen, z.B. in den Keimzellvorläufern, 
im Pankreas, oder im dorsalen Rückenmark. Nach Neuralrohrschließung werden z.B. 
verstärkt Bmp-Liganden aus der Dachplatte des dorsalen Rückenmarks sezerniert. Die 
Aktivierung des Bmp-Signalweges bewirkt die Aktivierung des kanonischen Wnt-
Signalweges in Vorläuferzellen p1-3 (s. Kapitel zu Wnt-Signalweg und 
Embryonalentwicklung). Während der Wnt-Signalweg für die Aufrechterhaltung von 
Olig3-exprimierenden Vorläuferzellen verantwortlich ist, kontrolliert der Bmp-Signalweg 
die Differenzierung der an die Dachplatte angrenzenden Math1-exprimierenden 
Vorläuferzellen in Lhx2/9-exprimierende Neurone (dI1)189;190. Der konditionelle Verlust 
von BmpRIa und BmpRIb führt zum völligen Verlust von dI1-Neuronen191, während die 
konstitutive Aktivierung von BmpRIa die Überproliferation neuraler Strukturen und die 
konstitutive Aktivierung von BmpRIb die frühzeitige Differenzierung in Neuronen 
auslöst192. Im Gegensatz dazu hält die Aktivierung des Bmp-Signalweges die 
Selbsterneuerung von Pankreasvorläuferzellen aufrecht. Durch die Aktivierung des Bmp-
Zielgenes Id2 in diesen Vorläuferzellen werden bHLH-Transkriptionsfaktoren NeuroD und 
Pax6 inhibiert und somit die Differenzierung in endokrine Zellen unterbunden193. Neben 
der Funktion des Bmp-Signalweges in der Aufrechterhaltung und Spezialisierung von 
Vorläuferzellen ist der Bmp-Signalweg z.B. unerlässlich für die Bildung von 
Keimzellvorläuferzellen181;194;195.  
In einigen embryonalen Strukturen ist ein Bmp-Morphogen-Gradient wichtig, so dass die 
Bmp-Signalgebung konzentrationsabhängig die Aufrechterhaltung von Stammzellen 
(geringer Bmp-Gehalt), die Spezialisierung in und Aufrechterhaltung von Vorläuferzellen 
(hoher Bmp-Gehalt) oder deren Zelltod (sehr hoher Bmp-Gehalt) kontrolliert196-199. Dieses 
Phänomen wurde in neuralen Stamm- und Vorläuferzellen beobachtet200. Im Vorderhirn 
bewirkt die geregelte Aktivierung des Bmp-Signalweges die Differenzierung von 
Gliavorläuferzellen in Astrozyten und deren Aufrechterhaltung, verhindert andererseits 
jedoch die Bildung von Oligodendrozyten200-203. Ein zu hoher Gehalt an Bmp-Signalen im 
Vorderhirn, wie er in Chordin-/-Noggin+/--Doppelmutanten zu finden ist, führt hingegen zu 
verstärkter Apoptose und Holoprosenzephalie204. 
 
Die embryonale Herzentwicklung in Säugern 
Das Herz ist das erste Organ, welches sich während der Embryonalentwicklung von 
Vertebraten bildet. Die Herzentwicklung von Säugern benötigt die koordinierte 
Rekrutierung von zwei Herzvorläufer-Populationen, dem ersten und zweiten Herzfeld, 
welche sich aus einer gemeinsamen Vorläuferzellpopulation während der Gastrulation 
bilden205 (Abb.3). Beim Start der Gastrulation am embryonalen Tag (E) 6.5 führen 
Epiblastenzellen an der Grenze zwischen extraembryonalem und embryonalem Ektoderm 
im posterioren Bereich (Primitivleiste) eine epithelial-mesenchymale Veränderung der 
Zellstruktur durch; infolge verschiedener Einflüsse (z.B. extraembryonale Bmp- und 
Nodal-Signale und embryonale Wnt-Signale)80;179;206;207. Zwischen E6.5 bis E7.5 wandern 
vielzählige Epiblastenzellen durch die Primitivleiste und erhalten auf ihrem Weg von 
proximal nach distal (embryonaler Knoten) Signale von angrenzenden Zellen, welche über 
ihren zukünftigen Zellcharakter (d.h. endodermal oder mesodermal) sowie ihre zukünftige 
Position im Embryo entscheiden. Erste Zellen, welche in die proximale Primitivleiste 
einwandern und einen mesodermalen Zellcharakter annehmen, exprimieren den 
Transkriptionsfaktor MesP1 (Mesoderm Posterior 1) und werden als Herzvorläuferzellen 
bezeichnet208;209. MesP1-exprimierende Herzvorläuferzellen bilden zwei Herzvorläufer-
Populationen, das erste Herzfeld und das zweite Herzfeld. Vorläuferzellen des ersten 
Herzfeldes gefolgt von denen des zweiten Herzfeldes wandern als zwei bilaterale 
mesodermale Flügel aus der Primitivleiste aus und fusionieren an E7.75 im zukünftigen 
Kopfbereich des Embryos205;210;211. Dabei bilden Vorläuferzellen des ersten Herzfeldes den 
Herzbogen, während sich Vorläuferzellen des zweiten Herzfeldes dorso-medial zum 
Herzbogen ansiedeln (Abb.3). Zellen aus beiden Vorläuferzellpopulationen vervielfachen 
sich und wandern zur Mittellinie. An der Mittellinie fusionieren Zellen des ersten 
Herzfeldes an E8.35 zum linearen Herzrohr und differenzieren in Kardiomyozyten des 
primitiven Ventrikels, welcher später zum linken Ventrikel wird205. Zellen des zweiten 
Herzfeldes, welche dorsal zum primitiven Ventrikel zu finden sind, behalten ihren 
Vorläuferzellcharakter zu diesem Entwicklungszeitpunkt. Zwischen E8.5 bis E9.5 
proliferieren sie stark, wandern in den primitiven Ventrikel ein, initiieren so die Windung 
des Herzens und differenzieren in Kardiomyozyten des Ausflusstraktes, des rechten 
Ventrikels und beider Atrien (Vorhöfe)205;212-218. Die Richtung der Herzwindung 
(rechtsseitig) wird zwischen E8.0 bis E8.3 durch die Nodal-Signalgebung und somit 
Festlegung der Links/Rechtsachse des Embryos bestimmt219. Für die Bestimmung der 
zukünftigen linken Seite des Embryos ist die Ausrichtung und Rotationsrichtung der Zilien 
 
am distalsten Punkt der Primitivleiste (embryonaler Knoten) verantwortlich. Durch die 
extraembryonale Flüssigkeit, die am Knoten vorbeifließt, rotieren die Zilien in 
unidirektionale Richtung, so dass Nodal-Liganden mit der extraembryonalen Flüssigkeit 
zur linken Seite des Embryos gelangen220-223. In Anwesenheit von Nodal-Liganden können 
diese an ActRIb, ActRII und Cripto-Ko-Rezeptoren binden, die Smad2-Phosphorylierung 
und Aktivierung Tgfβ-spezifischer Zielgene induzieren, z.B. von Pitx2, Nodal selbst, und 
dessen Repressoren Lefty1/2219;224-231. Zwischen E8.0-E8.3 breitet sich so von Zelle zu 
Zelle ein abnehmender Nodal/Lefty2-Gradient im linken lateralen Plattenmesoderm aus, 
welcher sich bis in den Herzbogen fortsetzt.  Nodal-Liganden gelangen nicht nur zum 
lateralen Plattenmesoderm sondern auch zur linken Seite der Mittellinie des Embryos 
(Notochord, Bodenplatte des Neuralrohres) und aktivieren dort die Expression von Lefty1. 
Lefty1 begrenzt so den Nodalfluss zur rechten Seite des Embryos219;232. Bis E8.3 nimmt 
die Expression von Nodal und Lefty1/2 stetig ab, so dass nach E8.35 lediglich die 
linkseitige Expression von Pitx2c detektierbar ist219;231;233. Zellen im caudalen Bereich des 
linearen Herzrohres, welche zuvor Nodal- und Lefty2-Signale empfingen, beugen sich 
zuerst zur linken Seite und schieben die Atrien nach cranio-dorsal während der craniale 
Bereich des Herzrohres eine rechtsseitige Rotation vollzieht234. Durch die rechtsgerichtete 
Windung des Herzens bestimmt sich die Position von rechten zum linken Ventrikel; das 
linke Atrium ordnet sich so direkt über den linken Ventrikel und das rechte Atrium direkt 
über dem rechten Ventrikel an234. Neben ersten und zweiten Herzfeldzellen ist eine dritte 
Vorläuferzellpopulation (Neuralleistenzellen) an der korrekten Herzentwicklung beteiligt. 
Neuralleistenzellen wandern nach Neuralrohrschließung (um E8.5) an der Grenze 
zwischen Ektoderm und Neuroektoderm nach ventral aus, wobei Neuralleistenzellen aus 
dem anterioren Neuralrohrbereich in craniale Bereiche des Herzens (Ausflusstrakt und 
Atrien) einwandern213;235-237. Neben zweiten Herzfeldzellen sind Neuralleistenzellen 
zwischen E9.0 bis E13.5 an der korrekten Teilung des Ausflusstraktes, Formierung der 
großen Gefäße sowie an der Verschmelzung und Bildung interatrialer Scheidewände und 
atrioventrikularer Herzklappen beteiligt. Die Blutversorgung erfolgt an E8.5 über ein 
primitives Blutgefäßsystem, bestehend aus zwei paarigen Gefäßen am Ein- und 
Ausflusstrakt238. Die arteriellen Hauptgefäße teilen sich zwischen E9.5 bis E11 in sechs 
paarige Kiemenbogengefäße auf, wobei Endothelvorläuferzellen aus dem Hauptgefäß 
herauswandern und vorläufige Gefäße bilden, welche später von glatter Muskulatur 
umkleidet werden238-240. Endothelvorläuferzellen und glatte Muskulaturzellen des Herzens 
können aus zweiten Herzvorläuferzellen und Neuralleistenzellen differenzieren241-244. An 
 
E12 bis E13.5 unterzieht sich der Ausflusstrakt mit den symmetrisch-angeordneten sechs 
Gefäßen einer rechtsseitigen 90° Drehung, ausgelöst durch verstärkte Proliferation auf der 
linken Seite. Auf diese Weise wird das sechste Kiemenbogenblutgefäß verschoben, nicht 
ausreichend versorgt und bildet sich zurück. Als Folge dessen verstärkt sich der Blutfluß 
auf der linken Seite und die Gefäße auf der linken Seite werden verstärkt238;245. Die 
Entwicklung eines funktionstüchtigen, vierkammerigen Herzens ist damit an E13.5 
abgeschlossen.  
Im Gegensatz zum vierkammerigen Herz in Säugern, Vögeln und Reptilien, bilden 
Herzmuskelzellen einen kontraktilen Schlundring in Nematoden (z.B. C.elegans), einen 
durch eine Herzklappe geteilten dorsalen Herzschlauch bestehend aus posteriorem Lumen 
und anteriorer Aorta-ähnlichen Struktur in Anthropoden (z.B. Drosophila), ein lineares 
Herzrohr aus einem Atrium sowie Ventrikel in Fischen (z.B. Zebrafisch) oder zwei Atrien 




















































Abb. 3: Die Entwicklung des embryonalen Herzens in der Maus. Schematische Darstellung der 
verschiedenen Stadien der embryonalen Herzentwicklung. Aus einer Blastozyste an E3.5 entwickelt sich ein 
gastrulierender Embryo an E6.5 (Seitenansicht). Während der Gastrulation wandern mesodermale 
Herzvorläuferzellen des ersten (rot, FHF) und zweiten Herzfeldes (grün, SHF) aus der Primitivleiste zur 
späteren Herzregion und formen dort einen Herzbogen an E7.75 (Frontalansicht). Zellen aus beiden 
Herzfeldern expandieren und migrieren zur Mittellinie an der sie fusionieren und ein lineares Herzrohr bilden 
(E8.35, Seitenansicht). Im linearen Herzrohr differenzieren Zellen des ersten Herzfeldes (rot) in 
Kardiomyozyten des primitiven Ventrkels (pV), späterer linker Ventrikel (LV), während Zellen des zweiten 
Herzfeldes ihren Vorläuferzellcharakter behalten und sich dorsal zum pV ansiedeln. Zellen des zweiten 
Herzfeldes expandieren (E8.35-E9.5), initiieren die Windung des Herzens und differenzieren in 
Kardiomyozyten des Ausflusstraktes (OFT), rechten Ventrikels (RV) und beider Atrien (RA, LA). 
Neuralleistenzellen (NCC) wandern nach E9.0 in den Ausflusstrakt ein und fördern die Bildung, Rotation 
sowie Teilung der großen Gefäße und Herzklappenbildung, so dass bis E13.5 die Entwicklung eines 
funktionstüchtigen vierkammerigen Herzens abgeschlossen ist. A, anterior; Ao, Aorta; DA, Ductus 
Arteriosus; IFT, inflow tract; NCC, neural crest cells; OFT, outflow tract; P, posterior; PA, Pulmorararterie; 
PV, Pulmonarvene; RA and LA, rechtes und linkes Atrium (Vorhof); RKA and LKA, rechte und linke 
Karotisarterie; RSCA and LSCA, rechte und linke Subclavianarterie; SHF, second heart field. Die Abbildung 
wurde modifiziert nach205;247;248. 
 
 
Die Rolle von Genexpression und Signalgebung in der Herzentwicklung  
Die Herzentwicklung wird über ein breites Netzwerk verschiedener Transkriptionsfaktoren 
und Signalmoleküle kontrolliert (Abb.4). Dieses stetig wachsende Netzwerk an 
herzspezifischen Molekülen sowie deren zeitliche und regionale Regulation in der 
Entwicklung unterschiedlicher Herzbereiche ist derzeit nur bruchstückhaft entschlüsselt. 
Früheste Transkriptionsfaktoren, welche in beiden Herzfeldern des sich bildenden 
Herzbogens exprimiert werden sind Gata4/5/6 und Nkx2-5. In den Promotorregionen 
dieser Gene befinden sich Bmp-spezifische Smad-Bindestellen, so dass z.B. Bmp4 direkt 
die Expression von Gata4 regulieren kann, während Bmp-Signale zusammen mit Gata-
Faktoren die Transkription von Nkx2-5 kontrollieren249-252. Gata4 und Nkx2-5 sind in 
differenzierenden Kardiomyozyten beider Herzfelder sowie in Neuralleistenzellen 
exprimiert und können zeitlich und regional in Anwesenheit von verschiedenen 
Signalmolekülen und Transkriptionsfaktoren die Expression herzspezifischer Proteine 
initiieren (Abb.4). In differenzierten Kardiomyozyten der Ventrikel und Atrien wird 
MLC2a (Myosin-light-chain2a) exprimiert, welches in Anwesenheit von Nkx2-5, Gata4, 
Mef2 und RAR aktiviert wird253 sowie andere kontraktile Proteine (z.B. MHCs, cardiac 
αActin, TroponinT). Von E7.75 können Zellen beider Herzvorläuferpopulationen aufgrund 
der Expression verschiedener Transkriptionsfaktoren und Signalmoleküle unterschieden 
werden. Zellen des ersten Herzfeldes exprimieren z.B. Tbx5, eHand und Bmp10, während 
in Zellen des zweiten Herzfeldes Islet1, dHand und Fgfs detektiert werden können212;215;254-
258 (Abb.4, Tab.1). Die Differenzierung erster Herzfeldzellen in Kardiomyozyten des 
linken Ventrikels wird synergistisch durch Nkx2-5 und Tbx5 reguliert. So kontrollieren 
Nkx2-5, Tbx5 und Gata4/5/6 z.B. die Expression von eHand, Irx4 und Bmp10205;248;256;259-
262. Auf der anderen Seite ist die Notch-Signalgebung für die korrekte Bildung und 
Differenzierung der ventrikulären Trabekelschicht verantwortlich263. 
In den zweiten Herzfeldvorläuferzellen ist der Transkriptionsfaktor Isl1 ausschlaggebend 
für die Entwicklung aller Derivate dieser Herzvorläufer. So führt der konventionelle 
Verlust von Isl1 zum Verlust des Ausflusstraktes und rechten Ventrikels, kontrolliert die 
Aktivierung von Fgf- und Bmp-Signalen und resultiert weiterhin in einer signifikanten 
Verminderung von Proliferation und Migration215 (Tab.1, Abb.4). Neben der Regulation 
dieser Signalmoleküle bindet Isl1 zusammen mit Gata-Faktoren an spezifische 
Promotorregionen von Mef2c und aktiviert so die Expression von Mef2c und indirekt 




Abb. 4: Expression und Regulation von Genen während der embryonalen Herzentwicklung. 
Transkriptionsfaktoren und Signalmoleküle, welche für die Entwicklung und Spezialisierung der 
verschiedenen Herzregionen bekannt sind. Proteininteraktionen sind mittels gepunkteter Linien zwischen den 
Molekülen dargestellt. Direkte positive (Pfeile) oder negative Regulation (Balken) wurden mit 
durchgezogenen Linien markiert, während einige Regulationen indirekt beschrieben oder noch nicht 
entschlüsselt wurden (gestrichelte Pfeile). Ao, Aorta; DA, Ductus Arteriosus; FHF; first heart field; IFT, 
inflow tract; LV, linker Ventrikel, NCC, neural crest cells; OFT, outflow tract; PA, Pulmorararterie; PV, 
Pulmonarvene; RV, rechter Ventrikel; RA and LA, rechtes und linkes Atrium (Vorhof); RKA and LKA, 
rechte und linke Karotisarterie; RSCA and LSCA, rechte und linke Subclavianarterie; SHF, second heart 
field. Die Abbildung wurde modifiziert nach248. 
 
Für die Entwicklung des Ausflusstraktes aus zweiten Herzfeld- und Neuralleistenzellen 
konnte genetisch nachgewiesen werden, dass die Expression von Fgf8- und Fgf10-
Liganden direkt über den Transkriptionsfaktor Tbx1 reguliert wird266-268, während die 
Expression von Tbx1 von Shh-Signalen abhängig ist269. Neben Shh-Signalen wird Tbx1 
positiv autoreguliert, indem es FoxA2-Transkriptionsfaktoren aktiviert, welche wiederum 
positiven Einfluss auf die Tbx1-Expression in Neuralleistenzellen haben267;270. Für die 
korrekte Drehung der Blutgefäße des Ausflusstraktes ist die linkseitige Expression von 
Pitx2 verantwortlich, welches über CyclinD2 die verstärkte Proliferation im linken 
Ausflusstrakt kontrolliert245;271. Die Regulation der Expression von Pitx2 im Ausflusstrakt 
des Herzens wurde auf kanonische Wnt-Signale sowie Tbx1 zurückgeführt248;271;272.   
 
 
Der Einfluss der Bmp-Signalgebung auf die Herzentwicklung 
Die essentielle Rolle des Bmp-Signalweges in der Entwicklung des Herzmesoderms wurde 
bereits in Invertebraten und niederen Vertebraten beschrieben. So konnte z.B. in 
Drosophilalarven gezeigt werden, dass aus dem dorsalen Ektoderm sezerniertes 
 
Decapentaplegic, dpp (Bmp2/4-Homolg), die Expression von tinman (Nkx2-5-Homolog) 
in angrenzenden Mesodermzellen aufrechterhalten kann, welche später zum dorsalen 
Herzschlauch fusionieren273;274. In dpp-Mutanten ging hingegen die Expression von tinman 
verloren und es konnte kein Herzmesoderm gebildet werden275;276. Weiterhin konnte in In 
Vivo- und Ex Vivo-Studien an Frosch- und Huhnembryonen gezeigt werden, dass die 
ektopische Expression von Bmp-Rezeptoren oder Bmp2/4-Liganden die ektopische Nkx2-
5-Expression induziert und anschließend schlagende Kardiomyozyten gebildet 
werden277;278. Andererseits hemmte die ektopische Noggin-Expression In Vivo die 
Differenzierung in Kardiomyozyten277. In Frosch- und Huhnembryonen wird eine Zone 
hoher Bmp-Aktivität benötigt, um die Herzbildung ausschließlich in Nähe des anterioren 
Endoderms zu initiieren. Für die Begrenzung des Herzfeldes werden Bmp2/4-Liganden aus 
dem anterioren Endoderm durch Noggin-Freisetzung aus dem Notochord gehemmt279-281.     
Experimente in der Maus konnten die Funktion der Bmp-Signalgebung in der frühen 
Herzmesodermspezifizierung bisher nicht klären. So sind konventionelle Nullmutanten 
entweder bereits zum Zeitpunkt der Bildung des mesodermalen Keimblattes (BmpRIa-/-, 
BmpRII-/-, ActRIa-/-, Smad4-/-) oder kurz nach der Bildung eines lineares 
Herzrohrrudiments embryonal lethal (Bmp4-/-, Bmp2-/-)165;180-183;282;283. Andere Bmp-
Nullmutanten entwickelten sich normal (Bmp5-/-, Bmp6-/-, Bmp7-/-), zeigten jedoch in 
Kombination Defekte bei der epithelial-mesenchymalen Veränderung der Zellstruktur im 
Atrioventrikularbereich (Bmp5-/-Bmp7-/-, Bmp6-/-Bmp7-/-)165;169;173;284-286. Mittels 
konditioneller Eliminierung von Bmp-Liganden oder -Rezeptoren nach Spezifizierung des 
Herzmesoderms konnten spät-embryonale Herzdefekte nachgewiesen werden, z.B. Defekte 
bei der epithelial-mesenchymalen Veränderung der Zellstruktur (EMT) im 
Atrioventrikularbereich (Cushionbildung) und bei der korrekten Teilung der 
Ausflusstraktgefäße, was zumeist auf verminderte Proliferation zurückgeführt wurde165;287-
297 (Tab.1). Die direkte Funktion des Bmp-Signalweges in der Spezifizierung des 
Herzmesoderms und Bildung der verschiedenen Herzvorläuferpopulationen konnte in der 
Maus bisher noch nicht nachgewiesen werden. 
 
Der Einfluss der Wnt/β-Catenin-Signalgebung auf die Herzentwicklung 
Die Rolle des Wnt/β-Catenin-Signalweges wird derzeit aufgrund unterschiedlicher 
Ergebnisse aus Arbeiten in Drosophila-, Frosch- und Huhnembryonen, ES-Zellen oder 
Mausmutanten gegensätzlich diskutiert. So konnte z.B. in Drosophilalarven gezeigt 
 
werden, dass bei Verlust der Winglessexpression (Wnt-1-Homolog) zu einem Zeitpunkt, 
an dem tinman (Nkx2-5-Homolg) bereits im dorsalen Mesoderm zu finden ist, zum 
vollständigen Verlust der Herzvorläuferzellen führt298. Andere genetisch-epistatischen 
Experimente, in denen Dishevelled in transgenen Wingless-Fliegenlarven überexprimiert 
wurde, wiesen darauf hin, dass der Wnt-Signalweg essentiell an der Entwicklung des 
dorsalen Herzschlauches beteiligt ist299. Im Gegensatz dazu wurde in In Vivo- und Ex 
Vivo-Studien an Frosch- und Huhnembryonen deutlich, dass eine Zone niedriger Wnt-3a/-
8-Aktivität benötigt wird, um die Herzbildung zu initiieren. Für die Bildung einer Zone 
niedriger Wnt-Aktivität scheinen aus dem Neuralrohr sezernierte Wnt-Liganden durch 
Wnt-Inhibitoren gehemmt zu werden, die aus dem anterioren Endoderm, Neuralrohr  oder 
Neuralleistenzellen freigesetzt werden279-281.  
Studien mit pluripotenten Maus-ES-Zelllinien zeigten andererseits, dass die Aktivierung 
des kanonischen Wnt-Signalweges mittels konditioniertem Wnt3a-Medium oder 
Lithiumchlorid für die Induktion herzspezifischer Gene essentiell ist300. Bisherige Arbeiten 
in Mausembryonen waren hingegen nicht aufschlussreich: I. Konventionelle β-Catenin-, 
Wnt-3-, Mesd- oder Lrp5/6-Nullmutanten sind bereits zum Zeitpunkt der Bildung des 
mesodermalen Keimblattes embryonal lethal79;82-84. II. Die Expression kanonischer Wnt-
Liganden und Wnt-Inhibitoren ist im frühen Herzmesoderm (Wnt-2, Wnt-2b, sFRP3), 
linearen Herzrohr (Wnt-8a, sFRP1) oder im Ausflusstrakt und Atrioventrikularkanal (Wnt-
2b, Wnt-6, Wnt-9a, Dkk1, sFRP3) zu finden301-305. III. Konditionelle Mausmutanten, in 
welchen β-Catenin in Endothelzellen oder Neuralleistenzellen eliminiert wird, zeigten 
Wnt-spezifische Defekte bei der epithelial-mesenchymalen Veränderung der Zellstruktur 
im Atrioventrikularbereich sowie Defekte bei der korrekten Teilung der Gefäße des 
Ausflusstraktes271;306. Andererseits führt der konditionelle Verlust von β-Catenin im 
Endoderm zur Bildung zahlreicher ektopischer Herzrudimente entlang der 
Antero/Posteriorachse307 (Tab.1). Die kontinuierliche Expression kanonischer Wnt-
Liganden und -Inhibitoren im frühen Herzmesoderm, linearen Herzrohr und Ausflusstrakt 
des gewundenen Herzens lässt darauf schließen, dass der Wnt-Signalweg entscheidend für 








Phänotyp nach Deletion in der Maus 
Herzgene   
MesP1 FHF, SHF -Verlust herzspezifischen Mesoderms208 
Nkx2-5 FHF, SHF, NCC -verkürzter OFT, Verlust RV, Herzrohrarrest, verminderte SHF-
Proliferation308;309 
Gata4 FHF, SHF -Cardia bifida310;311 
eHand FHF -Verlust des LV254 
Tbx5 FHF -hypoplastischer LV, sinoatriale Defekte256 
Islet1 SHF -Verlust von OFT und RV, verminderte Proliferation von SHF-Zellen, 
Expressionsdefekte in Fgf4/8/10 und Bmp2/4/7215 
Fgf8 SHF, NCC -Defekte in OFT-Teilung und in Entwicklung der Kiemenbögen257 
dHand SHF, tlw. FHF -Verlust des RV und Verlust der Kiemenbogengefäße255 
Mef2c FHF, SHF -verkürzter OFT, Verlust des RV und dHand-Expression, keine 
Windung des linearen Herzrohres264 
Pitx2 SHF, NCC -Defekte in OFT-Morphogenese, Herzwindungsdefekte312;313 


















-Defekte in OFT-Teilung und in Morphogenes der 
Kiemenbogenarterien290 
-Verlust der Verschmelzung und Bildung der Scheidewänden im 
Atrioventrikularkanal führt zu doppeltem Ausflusstraktgefäßausgang 
am RV, geringere Proliferation288 
Bmp10 Ventrikelmyokardium -hypoblastische Ventrikelwände, Verlust der Trabekelschicht, 
geringere Proliferation258 








-Verlust der Cushionbildung293 























-Defekte in Bildung der Herzcushions und in Gefäßentwicklung und 
-reifung294 
-schwere OFT-Defekte, Defekte in Bildung von Klappen und 
Scheidewänden295 
- verstärkte Apoptose in interventrikulären Scheidewänden, Defekte in 
atrioventrikulären Cushions287 
-Defekte in Herzcushionbildung, verstärkte Apoptose und geringere 
Proliferation in Cushions297 
- verkürzter OFT und RV, Defekte in OFT-Teilung, geringere 










SHF -Verlust der Herzwindung bzw. entgegengesetzte Herzwindung durch 















-Defekte in Bildung der Herzcushions306 
-Defekte in OFT-Teilung, Verlust von Pitx2 und CycD2-Expression, 
verminderte Proliferation271 
-Bildung zahlreicher Herzrudimente entlang der embryonalen 
Antero/Posteriorachse307 
Wnt3a Primitivleiste -entgegengesetzte Windung des Herzens oder Herzrohrarrest 317 
* Cushions, mesenchymale Zellaggregate aus denen sich später Herzklappen entwickeln; cTnT, cardiac 
Troponin T, FHF, erstes Herzfeld [bildet linken Ventrikel (LV)]; SHF, zweites Herzfeld [bildet Ausflusstrakt 
(OFT), rechten Ventrikel (RV) und Atrien]; NCC, Neuralleistenzellen.  
 
Zielstellung dieser Arbeit 
Die Funktion der Bmp und Wnt-Signalgebung wurde bereits in verschiedensten Organen 
und zu unterschiedlichen embryonalen Entwicklungszeitpunkten beschrieben. Beide 
Signalwege sind essentiell an der Bildung des mesodermalen Keimblattes während der 
Gastrulation beteiligt. Während der Bmp-Signalweg in Studien in Drosophila-, Frosch- und 
Huhnembryonen bereits als positiver Regulator der frühen Herzentwicklung beschrieben 
wurde, sind Arbeiten in der Maus noch unzureichend. So waren konventionelle 
Nullmutanten bereits vor Beginn der Herzentwicklung lethal oder es konnten in 
 
konditionellen Mausmutanten nur spät-embryonale Ausflusstraktdefekte detektiert werden. 
Des Weiteren ist derzeit noch ungeklärt, welche Funktion der Bmp-Signalweg auf die 
Entwicklung und Spezifizierung der verschiedenen Herzvorläuferpopulationen hat. Im 
Gegensatz zum Bmp-Signalweg existiert in der Herzentwicklung ein konträres Wissen um 
den kanonischen Wnt-Signalweg. In Frosch- und Huhnembryonen konnte gezeigt werden, 
dass der Wnt-Signalweg für die frühe Herzspezifizierung gehemmt werden muss. 
Andererseits zeigten Arbeiten in Drosophilaembryonen oder ES-Zellkulturen den 
entgegengesetzten Effekt und es werden mindestens sechs kanonische Wnt-Liganden in 
früh-embryonalen Mausherzen exprimiert. Es existieren demnach Hinweise darauf, dass 
die Bmp- und Wnt/β-Catenin-Signalwege herzspezifische Zellwege während der 
Herzentwicklung positiv sowie negativ regulieren können. Wie diese Signalwege z.B. das 
komplexe transkriptionelle Netzwerk kontrollieren blieb bisher ungeklärt. Deshalb wurde 
in dieser Arbeit, mittels konditioneller Mutagenese in der Maus, der Einfluss der Bmp- und 
Wnt/β-Catenin-Signalwege auf die Entwicklung und Differenzierung von mesodermalen 





Aktivierung der Wnt/β-Catenin und Bmp-Signalwege im ersten und zweiten Herzfeld 
Der zentrale Modulator der kanonischen Wnt-Signalkaskade ist β-Catenin318. In 
Anwesenheit von kanonischen Wnt-Liganden wird β-Catenin im Zytoplasma stabilisiert 
und in den Zellkern transloziert. Im Zellkern aktiviert β-Catenin durch die Bindung mit 
LEF/TCF Transkriptionsfaktoren die Aktivierung von Wnt/β-Catenin spezifischen 
Zielgenen35-37;77;319. Für die Bestimmung von Zellen mit Wnt/β-Catenin-Signalübertragung 
im sich entwickelnden Herzen wurden Axin2LacZ Mäuse verwendet, in welchen die 
kodierenden Sequenzen des Axin2-Allels durch eine kodierende LacZ- Sequenzkasette 
ersetzt wurden320. Axin2 (Conductin) gehört zur Gruppe der gut charakterisierten β-
Catenin/TCF Zielgene und wurde bereits in verschiedensten embryonalen Organanlagen 
und unterschiedlichen Entwicklungsstadien zur Bestimmung der Aktivierung des Wnt/β-
Catenin-Signaltransduktionsweges eingesetzt41;105;125;321-323. Mittels Immunofluoreszenz 
wurde dafür die Expression von β-Galaktosidase im sich entwickelnden Herzrohr von 
Axin2LacZ/+ Embryonen (im Stadium E8.35) untersucht und daraus die Aktivität des Wnt/β-
Catenin-Signalweges bestimmt. β-Galaktosidase (β-Gal) konnte ausschließlich in Zellen 
des zweiten Herzfeldes, jedoch nicht in Kardiomyozyten des ersten Herzfeldes detektiert 
werden (grüne Fluoreszenz, markiert durch Pfeilköpfe in Abb.5A-C). Vorläuferzellen des 
zweiten Herzfeldes mit hoher Wnt/β-Catenin-Aktivität exprimieren zusätzlich Islet1 
(Isl1215; orange/gelb durch die Überlagerung grüner und roter Fluoreszenz in Abb.5D), ein 
Trankriptionsfaktor, welcher eine entscheidende Rolle in der Morphogenese des zweiten 
Herzfeldes spielt. Neben der Bestimmung der Aktivität des Wnt/β-Catenin-Signalweges im 
Herzrohrstadium bot sich die heterozygote Axin2LacZ-Mausmutante (phänotypisch 
Wildtyp) weiterhin zur Detektierung der Bmp-Signalaktivität an. Durch die Bindung von 
Bmp-Liganden an Typ I- und Typ II-Rezeptoren wird die Phosphorylierung von 
Smad1/5/8 induziert, welches sich mit Smad4 komplexiert und nach Transport in den 
Zellkern Bmp-spezifische Zielgene aktiviert138. Zur Bestimmung der Aktivität der Bmp-
Signalkaskade im sich entwickelnden Herzen wurde der Phosphorylierungsstatus von 
Smad1/5/8 untersucht. Phosphoryliertes Smad1/5/8 (pSmad1/5/8) konnte in Zellen des 
ersten und zweiten Herzfeldes detektiert werden (blaue Fluoreszenz, markiert durch Pfeile 
und Pfeilköpfe in Abb.5E, F). Diese Ergebnisse zeigen, dass der Wnt/β-Catenin-Signalweg 
 
ausschließlich in Zellen des zweiten Herzfeldes im sich entwickelnden Herzrohr aktiv ist, 
während die Bmp-Signalübertragung über pSmad1/5/8 in Zellen beider Herzfelder 




Abb. 5: Aktivierung der Wnt/β-Catenin- und Bmp-Signalwege während der frühen Herzentwicklung. 
(A) Schematische Darstellung des embryonalen Herzensrohres im 6-Somitenstadium zeigt die Lokalisierung 
von erstem (rot) und zweitem Herzfeld (grün) sowie die für die Immunofluoreszenz verwendete 
Schnittebene. (B-F) Immunfluoreszenz von β-Galaktosidase (β-Gal, grün), Islet1 (Isl1, rot) und Phospho-
Smad1/5/8 (pSmad1/5/8, blau) auf einem transversen Schnitt durch das Herzrohr von Axin2lacZ/+-Embryonen. 
(C-F) Die Vergrößerung des markierten Quadrates in B zeigt die Koexpression von β-Gal und Isl1 sowie 
pSmad1/5/8 und Isl1 im zweiten Herzfeld (Pfeilköpfe in C-F) und die zusätzliche Expression von 




Generierung von β-Catenin- und BmpRIa-defizienten Mäusen, die sich phänotypisch 
in Herzvorläuferzellen ausprägen 
Die Phosphorylierung von Smad1/5/8 wird durch die Bmp-Rezeptorkomplex-vermittelte 
Aktivierung von Typ I-Rezeptoren initiiert133;136;137. Es sind vier verschiedene Typ I-
Rezeptoren bekannt (BmpRIa, BmpRIb, ActRIa und ActRLI), welche verschiedene Bmp-
Liganden binden können und während der Embryonalentwicklung unterschiedliche 
Funktionen aufweisen. So führt der Verlust der BmpRIa-Funktion in der Maus zum frühen 
embryonalen Tod zum Beginn der Gastrulation180, während der Verlust der BmpRIb-
Genexpression keinen Einfluss auf die Embryonalentwicklung hat175. Der Funktionsverlust 
der ActRIa- oder ActRLI-Gene in der Maus führt zum frühen embryonalen Tod während 
der Herzbogenbildung182 bzw. während der Blutgefäßentwicklung324. Neben der Bmp-
initiierten Aktivierung von Activin-Rezeptoren (ActRIa, ActRLI) und Phosphorylierung 
von Smad1/5/8 binden auch Activine sowie Tgf-β-Liganden, welche die Phosphorylierung 
von Smad2/3 auslösen und damit Tgf-β-spezifische Zielgene aktivieren131;134;135;144. Der 
Bmp-Rezeptor Ia ist indessen spezifisch für die Phosphorylierung von Smad1/5/8 und 
spielt eine Rolle in der Mesodermbildung während der Gastrulation180. 
Genexpressionsanalysen zeigten, dass der BmpRIa in wildtypischen Embryonen während 
der frühen Embryonalentwicklung in beiden Herzfeldern des sich formenden Herzbogens 
exprimiert ist (markiert durch Pfeile in Abb.6A, B) und später verstärkt im Ausflusstrakt 
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Abb. 6: BmpRIa-Expression im sich entwickelnden Embryo (E7.75-E8.5). (A-D) In-situ 
Hybridisierungen für BmpRIa in wildtypischen Embryonen im Kopffaltungs- (0-1- Somiten; A), Herzbogen- 
(3- Somiten; B), Herzrohr- (6- Somiten; C) und Herzwindungsstadium (8- Somiten; D) zeigen die Expression 




Um die Rolle der Bmp-vermittelten Aktivierung von Smad1/5/8 sowie der Wnt/β-Catenin-
Signalübertragung während der Herzentwicklung zu studieren, wurden mittels Cre/LoxP-
Technik inaktivierende und aktivierende Mutationen in BmpRIa- oder β-Catenin in 
mesodermalen Vorläuferzellen des ersten und zweiten Herzfeldes eingeführt (Abb.7). 
Dafür wurden zum einen Mausmutanten verwendet, in welchen LoxP-Sequenzen (orange 
Dreiecke) in die intronischen Sequenzen vor und nach Exon 4 des BmpRIa-Genes 
(BmpRIalox) eingeführt wurden325. Nach Induktion der cre-Rekombination und RNA-
Splicing wird nach den ersten 67 Nukleotiden eine Leserasterverschiebung erzeugt, welche 
nach weiteren 26 Nukleotiden ein Stop-Codon entstehen lässt und somit zum Verlust der 
Expression von BmpRIa führt (Mutation führt zum Funktionsverlust, LOF, Loss-of-
Function-Mutation; Abb.7A). Zum anderen wurden Mausmutanten verwendet, in denen 
Mutationen im β-Catenin-Allel eingeführt wurden (Abb.7B), welche zum Funktionsverlust 
bzw. zur verstärkten Funktion (GOF, Gain-of-Function-Mutation) führen. Zur Erzeugung 
von Mutationen, die zum β-Catenin-Funktionsverlust führen, wurden LoxP-Sequenzen 
(grüne Dreiecke) in Introne eingesetzt, welche Exon 3 bis Exon 6 flankieren und nach cre-
induzierter Rekombination und RNA-Splicing zu Leserasterverschiebungen nach den 
ersten 12 Nukleotiden führen (β-Cateninlox)109. Außerdem wurde eine weitere β-Catenin-
Mutante verwendet, in welcher LoxP-Sequenzen in Introne vor und nach Exon 3 eingesetzt 
wurden (β-CateninloxEx3)326. Das Exon 3 kodiert für N-terminale Aminosäuren im β-
Catenin-Protein, die für dessen Phosphorylierung und anschließenden Abbau essentiell 
sind44-52. Die Induktion der cre-Rekominase in dieser Mutante erzeugt ein β-Catenin-Allel, 
welches zur Expression von konstitutiv aktivem β-Catenin führt, dem das N-terminale 
Phosphorylierungsmotiv fehlt, so dass die andauernde Transkription von β-
Catenin/LEF/TCF-Zielgenen aktiviert wird. 
 
Um die Rolle der BmpRIa- und β-Catenin-induzierten Signalübertragung während der 
embryonalen Herzentwicklung zu untersuchen, wurden Mutationen mittels transgener 
Mäuse induziert, welche die cre-Rekombinase unter der Kontrolle des MesP1-Promotors 
exprimieren208. MesP1 (Mesoderm Posterior 1) ist das früheste bekannte Gen, welches mit 
Beginn der Gastrulation (ab E6.5) in allen mesodermalen Strukturen des ersten und 
zweiten Herzfeldes transkribiert wird208;209;327-329. Zur Überprüfung der Aktivität der cre-
Rekombinase wurde die Z/AP-Indikator-Mauslinie verwendet. Diese Mauslinie exprimiert 
in allen Zellen, in denen die cre-Rekombinase aktiv ist, Alkalische Phosphatase (AP)330. 
 
Die MesP1-induzierte Expression alkalischer Phosphatase konnte dabei im sich formenden 
Herzbogen sowie in Zellen des ersten und zweiten Herzfeldes im Herzbogen und Herzrohr 
detektiert werden (blaue Färbung in Abb.7C-E). Am Beispiel von Immunofluoreszenz-
Untersuchungen für β-Catenin nach MesP1-cre induzierter inaktivierender β-Catenin-
Mutation, konnte der Verlust der β-Catenin-Expression in mesodermalen Zellen des ersten 
und zweiten Herzfeldes von MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen gezeigt werden 
(markiert durch Pfeile und Pfeilköpfe in Abb.7F, F1 und G, G1). Embryonen mit MesP1-
cre-induzierter aktivierender β-Catenin-Mutation (MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+) zeigten 
hingegen eine verstärkte kernspezifische Expression in mesodermalen Zellen des ersten 
und zweiten Herzfeldes (Vgl. Abb.7F, F1 und 7H, H1). Die MesP1-cre-Mauslinie eignet 




Abb. 7: Generierung MesP1-cre-vermittelter Mutationen im BmpR1a- oder β-Catenin-Gen. (A,B) 
Schematische Darstellung der BmpRIa- (A) und der β-Catenin-Rekombinationsvektoren (B) und der 
genomisch wildtypischen sowie mutierten Allele. Im BmpRIalox-Rekombinationsvektor wurden LoxP-
Sequenzen (orange Dreiecke) in die Introne eingeführt, welche Exon4 flankieren325. Im β-Catenin-
Rekombinationsvektor wurden LoxP-Sequenzen (grüne Dreiecke) in Introne eingeführt, welche entweder 
Exon3 bis Exon6 (β-Cateninlox)109 oder Exon3 (β-CateninloxEx3)326 flankieren. Durch die MesP1-cre-
vermittelte Rekombination werden die Exone zwischen den LoxP- Sequenzen herausgeschnitten, so dass 
Mutationen in BmpRIa- und β-Catenin-Genen entstehen, welche zu deren Expressionsverlust (BmpRIalox, β-
Cateninlox) führen oder ein konstitutiv aktives β-Catenin (β-CateninloxEx3) erzeugen. H, HindIII ; GOF, Gain-
of-Function-Mutation; LOF, Loss-of-Function-Mutation; neo, Neomycin-Resistenzgen; RI, EcoRI; S, SacI; 
X, XhoI; Xb, XbaI; Rechtecke markieren die Exone. (C-E) Die MesP1-cre-vermittelte Expression alkalischer 
Phosphatase zeigt die zellspezifische Expression der cre-Rekombinase im sich bildenden Herzbogen im 2-
Somitenstadium (C), sowie in Zellen des ersten und zweiten Herzfeldes im Herzbogen (5-Somitenstadium, 
 
D) und im linearen Herzrohr (6-Somitenstadium, E). (F-H1) Immunofluoreszenz von β-Catenin (grün) und 
Kernfärbung (TOTO, blau) auf transversen Schnitten im 5-Somitenstadium. (F1-H1) Die Vergrößerungen 
der Quadrate in F-H zeigen den Verlust der β-Catenin-Expression in Zellen des ersten (Pfeil) und zweiten 
Herzfeldes (Pfeilkopf) in MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen und die nukleare Lokalisierung von β-
Catenin in diesen Zellen in MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+-Embryonen. Maßstab: 100µm (C-E), 50µm (F-H). 
 
 
Der Verlust der BmpRIa-Signalgebung verhindert die Bildung des ersten Herzfeldes 
Zur Untersuchung der Rolle der BmpRIa-vermittelten Signalübertragung in 
Vorläuferzellen des ersten und zweiten Herzfeldes, wurden mittels MesP1-cre-
Rekombinase inaktivierende Mutationen im BmpRIa-Allel eingeführt. Homozygote  
Mäuse mit BmpRIalox-Allel (BmpRIalox/lox) wurden dafür mit heterozygoten BmpRIalox-
Mäusen verpaart, die zusätzlich das MesP1-cre-Allel tragen. MesP1-cre; BmpRIalox/lox-
Mäuse wurden aus diesen Verpaarungen nicht geboren, was den embryonalen Tod 
vermuten ließ. Aus diesem Grund wurden Embryonen an unterschiedlichen Tagen der 
Embryonalentwicklung (von E7.5-E10.5) entnommen, genotypisiert und verifiziert. 
Während an E10.5 keine MesP1-cre; BmpRIalox/lox-Embryonen detektiert werden konnten, 
wurde bis E9 die nach Mendelschen Regeln erwartete Anzahl mutanter Embryonen 
beobachtet. Das äußere Erscheinungsbild an E8 bis E9.5 (2-20-Somiten) deutete bereits 
embryonale Störungen im anterioren Bereich von MesP1-cre; BmpRIalox/lox-Embryonen 
an. Nähere Untersuchungen der Herzregion wurden mit Hilfe von In-Situ-
Hybridisierungen für spezifische Gene des ersten und zweiten Herzfeldes durchgeführt 
(Abb.8). Dabei wurden phänotypisch wildtypische heterozygote BmpRIalox-Embryonen 
(mit oder ohne MesP1-cre) als Kontrolle eingesetzt (Wt). In-Situ-Hybridisierungen für 
Nkx2-5, ein Gen spezifisch für Myokardvorläuferzellen und differenzierende 
Kardiomyozyten des ersten und zweiten Herzfeldes308, zeigten den Verlust von Herzbogen 
und Herzrohrbildung in MesP1-cre; BmpRIalox/lox-Embryonen im 4-8-Somitenstadium 
(Abb.8C, D, K, L). Während Nkx2-5 im 2-Somitenstadium noch breit im sich formenden 
Herzbogen exprimiert wurde (Abb.8A, B), blieb zwischen dem 4-8-Somitenstadium nur 
ein kleines Feld der Nkx2-5-Expression in MesP1-cre; BmpRIalox/lox-Embryonen zurück. 
Die anfangs beinah normale Expression von Nkx2-5 im 2-Somitenstadium ließ darauf 
schließen, dass Herzvorläuferzellen in MesP1-cre; BmpRIalox/lox-Embryonen gebildet 
werden, jedoch möglicherweise nicht aufrechterhalten sowie differenzieren können. Um 
diese Hypothese zu überprüfen, wurde sowohl die Expression von eHand, Tbx5 als auch 
Gata6 getestet, welche die Entwicklung des ersten Herzfeldes und dessen Derivaten 
 
(Herzbogen und primitiver Ventrikel) kontrollieren254;260;331. In MesP1-cre; BmpRIalox/lox-
Embryonen wurde die Expression dieser Gene im 4-8-Somitenstadium vollständig gestört 
(Abb.8E, F, M-P). Zusätzlich konnte mittels In-Situ-Hybridisierung für MLC2a (spezifisch 
für differenzierte Kardiomyozyten332) gezeigt werden, dass im Herzbogenstadium die 
Differenzierung in Kardiomyozyten unterbunden ist (Abb.8I, J). Im Gegensatz dazu 
wurden Gene, welche spezifisch für das zweite Herzfeld sind, wie z.B. Isl1215 oder 
Fgf8257;327, in BmpRIa-mutanten Embryonen im zurückbleibenden Herzfeld exprimiert 
(Abb.8G, H, Q, R). Weiterhin konnte in MesP1-cre; BmpRIalox/lox-Embryonen ein kleines 
zentrales Feld differenzierender Kardiomyozyten im 8-Somitenstadium detektiert werden 
(Abb.8S,T). Der spezifische Verlust von Derivaten des ersten Herzfeldes, z.B. die Bildung 
des primitiven Ventrikels sowie der Verlust der Marker-Genexpression im ersten Herzfeld, 
lassen darauf schließen, dass die Kardiomyozyten im 8-Somitenstadium aus Zellen des 
zweiten Herzfeldes differenzieren. Zusammenfassend zeigen die hier vorliegenden 
Ergebnisse, dass die BmpRIa-Signalübertragung essentiell für die Spezialisierung von 





















































Abb. 8: Der Verlust von BmpRIa in MesP1-cre-exprimierenden Zellen verhindert die Bildung des 
ersten Herzfeldes. (A-T) Frontalansicht von wildtypischen (A, C, E, G, I, K, M, O, Q, S) und MesP1-cre; 
BmpRIalox/lox-Embryonen (B, D, F, H, J, L, N, P, R, T) nach In-Situ-Hybridisierung für Nkx2-5, eHand, Isl1, 
MLC2a, Tbx5, Gata6 und Fgf8 im Herzbogenstadium (2-4 Somiten, A-J) und Herzwindungsstadium (8 
Somiten, K-T). Die Herzbogen- und Herzrohrentwicklung sowie die Expression von Genen des ersten 
Herzfeldes ist in MesP1-cre; BmpRIalox/lox-Embryonen gestört. Maßstab: 100µm (A-J), 100µm (K-T). 
 
Der Wnt/β-Catenin-Signalweg kontrolliert die Entwicklung des zweiten Herzfeldes  
Um die Funktion der Wnt/β-Catenin-Signalübertragung im sich entwickelnden Herzen zu 
untersuchen, wurden mittels MesP1-cre-Rekombinase inaktivierende sowie aktivierende 
Mutationen im β-Catenin-Allel eingeführt. Dafür wurden zum einen homozygote  Mäuse 
mit β-Cateninlox-Allel (β-Cateninlox/lox) mit heterozygoten β-Cateninlox-Mäusen verpaart, 
die zusätzlich das MesP1-cre-Allel tragen. Zum anderen wurden zur Untersuchung von 
Mäusen mit aktivierenden β-Catenin-Mutationen im Herzen homozygote Mäuse mit β-
 
CateninloxEx3-Allel mit transgenen MesP1-cre-Mäusen verpaart. Die heterozygote 
Expression von aktivem β-Catenin wurde bereits in verschiedensten embryonalen 
Organanlagen als ausreichend beschrieben, um Wnt/β-Catenin-Zielgene effizient zu 
aktivieren94;326. Aus den unterschiedlichen Verpaarungen wurden weder MesP1-cre; β-
Cateninlox/lox- noch MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+-Mäuse geboren, was deren embryonalen 
Tod vermuten ließ. Aus diesem Grund wurden Embryonen an unterschiedlichen Tagen der 
Embryonalentwicklung (von E7.5-E10.5) entnommen, genotypisiert und analysiert. Dabei 
wurde bis E8.5 (MesP1-cre; β-Cateninlox/lox) bzw. bis E8.35 (MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+) 
die nach Mendelschen Regeln erwartete Anzahl mutanter Embryonen beobachtet (Tab.2). 
Zwischen E8.5 bis E9.5 sank die Zahl der lebensfähigen embryonalen MesP1-cre-
spezifischen β-Catenin-Mutanten. So konnten z.B. ab E9.0 keine überlebensfähigen 
MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+-Embryonen und ab E10.0 keine überlebensfähigen MesP1-
cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen detektiert werden. Für die anschließende Analyse mutanter 
Embryonen wurden phänotypisch wildtypische heterozygote β-Cateninlox- (mit oder ohne 
MesP1-cre) oder β-CateninloxEx3/+-Embryonen als Kontrolle eingesetzt (Wt). 
 
Tab. 2: Lebensfähigkeit der Embryonen aus Verpaarungen heterozygoter β-Cateninlox- und homozygoter β-

















E7.5-E8.35 (0-6so) 25% (103) 75% (408) 41% (31) 59% (44) 
E8.5-E9.0 (7-12so) 22% (112) 78% (400) 44% (48) 
4% (*4) 
56% (62) 
E9.0-E9.5 (13-20so) 19% (16) 
5% (*4) 
81% (68) 60% (6) 
60% (*6) 
40% (4) 
E9.5- E10.0 (21-28so) 27% (6) 
18% (*4) 
73% (16) 39% (5) 
39% (*5) 
61%* (8) 
* markiert die Anzahl der retardierten/toten mutanten Embryonen 
 
Der Verlust von β-Catenin in mesodermalen Herzvorläuferzellen verhindert die 
Windung des Herzens  
Es wurde mit dem Vergleich der Herz-Erscheinungsbilder von wildtypischen und MesP1-
cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen an verschiedenen Tagen der Embryonalentwicklung 
begonnen. Dafür wurden zum einen In-Situ-Hybridisierungen für Nkx2-5 und zum anderen 
histologische Färbungen im Herzrohr- sowie im Herzwindungsstadium durchgeführt 
(Abb.9). Mutante Embryonen wiesen eine mit wildtypischen Embryonen vergleichbare 
äußere Herzrohrform auf, Zellen aus dem Herzbogen fusionierten an der Mittellinie und 
die ventrale Auswölbung des primitiven Ventrikels wurde erkennbar (Vgl. Nkx2-5 
Expression in Abb.9A, B). Weiterhin zeigten histologische Färbungen sagitaler Schnitte 
durch das Herzrohr sowohl in wildtypischen als auch mutanten Embryonen die Bildung 
von Endokardium sowie eine normale Verteilung von Blutzellen im primitiven Ventrikel 
(pV, Abb.9C, D). Im 8-Somitenstadium wurde hingegen der Verlust der rechtsgerichteten 
Herzwindung in MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen beobachtet. In wildtypischen 
Embryonen bildeten sich in diesem Stadium bereits Ausflusstrakt (OFT) und rechter 
Ventrikel (RV) rechtsseitig zum linken Ventrikel aus, während der Einflusstrakt (IFT) 
durch die Windung des Herzens dorsal zum linken Ventrikel zu liegen kam (Abb.9E, G). 
In MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen konnte zu diesem Zeitpunkt ein verbreitertes 
Herzrohr mit einem stark verkürzten Ausflusstrakt und rechter Ventrikel detektiert werden 
(gekennzeichnet in In-Situ-Hybridisierungen für Nkx2-5 in Abb.9E, F). Die Struktur der 
mutanten Herzen im 8-Somitenstadium sowie zu späteren Entwicklungsstadien wies große 
Ähnlichkeit mit der Herzstruktur im Herzrohrstadium auf (vgl. zwischen 



















































Abb. 9: Phänotypen der Wildtyp- und MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen an E8.35 und E8.5. (A-
H) In-Situ-Hybridisierungen für Nkx2-5 in wildtypischen (A, E) und MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen 
(B, F) im Herzrohr- (A,B) und Herzwindungsstadium (E, F). (C, D, G, H) Hämatoxilin/Eosin-gefärbte 
Sagitalschnitte durch Herzen im 6- und 8- Somitenstadium. Das äußere Herzerscheinungsbild sowie 
histologische Färbungen zeigen den Verlust der rechtsgerichteten Herzwindung im 8-Somitenstadium von 
MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen (vgl. zwischen E, G mit F, H). Maßstab: 100µm (A, B, E, F), 50µm 
(C, D, G, H). 
 
 
Die Entwicklung des ersten Herzfeldes, d.h. primitiver Ventrikel und partieller 
Herzeinflusstrakt, wurde mittels In-Situ-Hybridisierungen für Tbx5 und eHand untersucht. 
In-Situ-Hybridisierungen für Tbx5260 zeigten eine mit Wildtypen vergleichbare Expression 
im Einflusstrakt und im caudalen primitiven Ventrikel in Herzen von MesP1-cre; β-
Cateninlox/lox-Embryonen (Abb.10A-C). Die Expression von eHand254 im gesamten 
primitiven Ventrikel mutanter Embryonen wies weiterhin auf einen stark verkürzten 
Ausflusstrakt sowie rechten Ventrikel hin (Abb.10D, E). Eine essentielle Rolle von β-
Catenin in der Entwicklung des ersten Herzfeldes scheint aufgrund der getesteten 
Expression erster Herzfeldgene sowie der Entstehung und Struktur erster Herzfeldderivate 










Abb. 10:  Der Verlust von β-Catenin in MesP1-cre-exprimierenden Zellen zeigt keine Veränderung in 
der Expression von Genen des ersten Herzfeldes. (A) In der schematischen Darstellung eines 
Mausembryos wird das erste Herzfeld (rot) im sich windenden Herzen an E8.5 hervorgehoben. (B-E) In-Situ-
Hybridisierungen für spezifische Gene des ersten Herzfeldes im 7-Somitenstadium zeigen die Expression von 
Tbx5 in den Atrien (B, C) und die verbreiterte Expression von eHand (D, E) im primitiven Ventrikel von 
MesP1-cre; β-cateninlox/lox-Embryonen. Ca, caudal; cr, cranial; d, dorsal; L, links; R, rechts; v, ventral. 
Maßstab  B, D: 100µm. 
 
Um die Ursache für das veränderte Herzerscheinungsbild (Verlust der rechtsgerichteten 
Windung sowie verkürzter Ausflusstrakt und rechter Ventrikel) in mutanten Embryonen 
festzustellen, wurde die Expression von spezifischen Genen der Links/Rechtsachse und des 
zweiten Herzfeldes zwischen E8.0-8.5 untersucht. Die Links/Rechtsachse wird im 
Gegensatz zur Antero/Posterioren- und Dorso/Ventralachse im sich entwickelnden Embryo 
erst nach Beginn der Gastrulation ausgebildet219. So sind während der frühen 
Embryonalentwicklung Kopf-, Herz- und Schwanzstrukturen symmetrisch zur Mittellinie 
des Embryos ausgebildet. Das erste Anzeichen der Links/Rechts-Asymmetrie ist die 
rechtsgerichtete Windung des linearen Herzrohres. Die Links/Rechtsachse wird durch die 
linksseitige Expression von Tgf-β-verwandten Signalmolekülen, Nodal und Lefty1/2, 
festgelegt, welche die linksseitige Expression des Transkriptionsfaktors Pitx2c 
kontrollieren219;224-226;232;313;333. Während die Expression dieser Signalmoleküle 
ausschließlich im 0-5- Somitenstadium detektierbar ist, wird die Expression von Pitx2c 
 
durch Nkx2 linksseitig in allen asymmetrischen Organen aufrechterhalten231. Zur 
Überprüfung, ob der Verlust der rechtsseitigen Windung in MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-
Embryonen auf Veränderungen in der Genexpression von Nodal, Lefty1/2 oder Pitx2c 
zurückzuführen ist, wurden In-Situ-Hybridisierungen für diese Gene durchgeführt 
(Abb.11). Nodal sowie Lefty1/2 wurden dabei im 3-5-Somitenstadium unverändert im 
linken lateralen Plattenmesoderm von mutanten Embryonen exprimiert (Abb.11A-H). In-
Situ-Hybridisierungen für Lefty1/2 zeigten jedoch im 3-Somitenstadium eine schwächere 
Expression auf der linken Seite der Mittellinie (linkes Notochord, Abb.11C, D), welche im 
4-Somitenstadium anterior nur punktuell in MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen 
erkennbar war (markiert durch Pfeile in Abb.11E,F). Weiterhin zeigten 
Expressionsanalysen für Pitx2c, im Gegensatz zum Wildtypen, die beidseitige Expression 
im zurückbleibenden Ausflusstrakt mutanter Embryonen (gekennzeichnet durch Sterne in 
Abb.11I-J1). Der frühe Verlust der Lefty1/2-Expression in der Mittellinie sowie die 
symmetrische Expression von Pitx2c im zurückbleibenden Ausflusstrakt in MesP1-cre; β-
Cateninlox/lox-Embryonen wies auf die Rolle von β-Catenin in der korrekten Entwicklung 


















































Abb. 11: Der Einfluß von β-Catenin auf die Entwicklung der Links/Rechtsachse. (A-J) In-Situ-
Hybridisierungen für Nodal, Lefty1/2 und Pitx2 in wildtypischen (A, C, E, G, I, I1) und MesP1-cre; β-
Cateninlox/lox-Embryonen (B, D, F, H, J, J1) im Herzbogen- (A-H) und Herzwindungsstadium (I-J1). Während 
die Expression von Nodal im 3-Somitenstadium (A, B) unverändert ist, wird Lefty1/2 schwächer in der 
Mittellinie von MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen im 3-Somiten- (C, D) und 4-Somitenstadium (E, F) 
exprimiert. In mutanten Embryonen konnte Pitx2c im 8-Somitenstadium auf beiden Seiten des 
zurückbleibenden verkürzten Ausflusstraktes detektiert werden (I-J1). LV, linker Ventrikel; OFT, outflow 
tract; pV, primitiver Ventrikel; RV, rechter Ventrikel. Maßstab: 100µm (A, B), 100µm (C-H), 100µm (I und 
J; I1 und J1). 
 
 
Frühere Studien zeigten, dass die Ausbildung von Ausflusstrakt und rechtem Ventrikel, 
durch verstärkte Proliferation und Migration von Herzvorläuferzellen des zweiten 
Herzfeldes in den primitiven Ventrikel ausgelöst wird205;212-215;218. Die Ausbildung einer 
verkürzten Ausflusstraktregion in MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen und die 
spezifische Expression des β-Catenin/TCF-Zielgenes Axin2 (s.Abb.5) in Zellen des 
zweiten Herzfeldes ließen auf Defekte während der Entwicklung des zweiten Herzfeldes 
schließen. Um diese Hypothese zu testen, wurde die Expression von Genen untersucht, 
welche verschiedene Bereiche des zweiten Herzfeldes markieren und in ihrem 
Expressionsfeld temporal und regional überlappen. Mittels dieser weitläufigen Analyse 
konnte untersucht werden, ob Derivate des zweiten Herzfeldes vollständig verloren gehen 
oder in ihrer Morphogenese, z.B. durch Deregulation spezifischer Gene, verändert werden. 
Dafür wurden In-Situ-Hybridisierungen für Isl1, Wnt11, dHand, Fgf8 und Fgf10 
durchgeführt (Abb.12). Während der Transkriptionsfaktor Isl1 in allen Vorläuferzellen des 
zweiten Herzfeldes exprimiert ist und damit undifferenzierte proliferierende Zellen 
markiert215, sind weitere oben angeführte Signalmoleküle und Transkriptionsfaktoren auch 
in differenzierten Zellen des zweiten Herzfeldes zu finden. So ist Wnt11 spezifisch im 
Myokardium des Ausflusstraktes, dHand verstärkt im rechten Ventrikel und Fgf8 und 
Fgf10 in endo-, meso- und ektodermalen Zellen des zweiten Herzfeldes 
exprimiert212;255;257;327;334. In In-Situ-Hybridisierungen für Isl1 wurde der partielle Verlust 
von Isl1-exprimierenden Zellen im gesamten zweiten Herzfeld  erkennbar (Pfeile in 
Abb.12A-C). Auf transversen Schnitten durch das Herz konnte Isl1 geschwächt im 
splanchnischen Mesoderm von MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen detektiert werden 
und ging vollständig im anterioren Bereich des Ausflusstraktes verloren (gekennzeichnet 
durch Pfeile und Pfeilköpfe in Abb.12B1-C2). Im Gegensatz dazu zeigten 
Expressionsanalysen für Wnt11, dHand, Fgf8 und Fgf10 in MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-
Embryonen eine zum Wildtypen vergleichbare Expression (Abb.12D-K). Unterschiede 
zwischen wildtypischen und mutanten Embryonen konnten für Wnt11 und dHand 
ausschließlich in der Form und Größe von Ausflusstrakt und rechtem Ventrikel detektiert 
werden (Abb.12D-G2). Diese Ergebnisse zeigen, dass Zellen des zweiten Herzfeldes in 
Abwesenheit von β-Catenin in Myokardzellen des verkürzten Ausflusstraktes und rechten 
Ventrikel differenzieren können, β-Catenin jedoch für die Entwicklung von Isl1-
exprimierenden Vorläuferzellen benötigt wird.     
 
 






































Abb. 12: Der Verlust von β-Catenin in MesP1-cre-exprimierenden Zellen verändert die Expression 
von Islet1 im zweiten Herzfeld. (A) In der schematischen Darstellung eines Mausembryos wird das zweite 
Herzfeld (grün) im sich windenden Herzen an E8.5 hervorgehoben. (B-K) In-Situ-Hybridisierungen  für 
Gene des zweiten Herzfeldes zeigen die Expression von Isl1, dHand, Fgf8 und Fgf10 in wildtypischen (B, F, 
H, J) und MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen (C, G, I, K) im 8-Somitenstadium und für Wnt11 (vgl. 
zwischen Wildtyp in D und Mutant in E) im 10-Somitenstadium. (B-C2, F-G2) Transverse Schnitte zeigen 
die Expressionen von Isl1 (B, C) und dHand (F, G) in zwei Schnittenebenen in wildtypischen 
(gekennzeichnet mittels gestrichelten Linien in B und F) und mutanten Embryonen (C, G). (B1, C1, F1, G1) 
Schnittebene durch die Ausflusstraktregion. (B2, C2, F2, G2) Schnittebene durch splanchnisches Mesoderm, 
rechten und linken Ventrikel. Pfeile und Pfeilköpfe in In-Situ-Hybridisierungen für Isl1 zeigen die 
verminderte Expression im splanchnischen Mesoderm (Pfeil) und verkürzten Ausflusstrakt (Pfeilkopf) von 
MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen (vgl. B1 mit C1). Maßstab: 100µm (B-K), 100µm (B1-G2). 
 
 
Die Aktivierung des Wnt/β-Catenin-Signalweges verhindert die Bildung  
des Herzrohres 
Um auch die Funktion von konstitutiv aktivem β-Catenin während der frühen 
Herzmesodermentwicklung zu studieren, wurden aktivierende β-Catenin-Mutationen in 
MesP1-exprimierende Zellen eingeführt. Durch diese Mutation wird stabiles β-Catenin 
erzeugt, welchem das N-terminale Phosphorylierungsmotiv fehlt und somit direkt in den 
Zellkern transloziert werden kann, um dort die Transkription von Wnt/β-Catenin-
Zielgenen zu aktivieren35-37;77;105;326. In Immunofluoreszenz-Analysen konnte bereits 
gezeigt werden, dass β-Catenin verstärkt im Zellkern von ersten und zweiten 
Herzfeldzellen in MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+-Embryonen exprimiert wird (vgl. Abb.7F1, 
H1). Weiterhin zeigten In-Situ-Hybridisierungen für das gut charakterisierte β-
Catenin/TCF-Zielgen Axin2, dessen Überexpression im Herzbogen von mutanten 
Embryonen (Abb.13A, B). Diese Ergebnisse beweisen, dass durch die eingeführte 
aktivierende β-Catenin-Mutation, der β-Catenin/LEF/TCF-Signaltransduktionsweg in 
mesodermalen Herzvorläuferzellen konstitutiv aktiviert wird. MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+-
Embryonen waren bereits an E9.0 nekrotisch (s.Tab.2). Zur Analyse der Entwicklung der 
Herzregion von MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+ Embryonen wurden deshalb In-Situ-
Hybridisierungen für Gene des ersten und zweiten Herzfeldes zwischen E8.0-E8.5 (0-8 
Somiten) durchgeführt. Das Erscheinungsbild des Herzbogens in mutanten Embryonen war 
analog mit wildtypischen Embryonen; sowohl Nkx2-5 und Gata4335 als auch Gene 
spezifisch für das erste Herzfeld (z.B. eHand, Tbx5) wurden vergleichbar exprimiert 
(Abb.13C-F und nicht gezeigte Daten). Im Gegensatz dazu zeigten In-Situ-
Hybridisierungen für Isl1 die verstärkte Expression im Herzbogenstadium (Abb.13G, H 
und Abb.14G, I). Während in wildtypischen Embryonen im 8-Somitenstadium die 
rechtsgerichtete Herzwindung begann, blieben in MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+-Embryonen 
zwei Cluster differenzierter Kardiomyozyten zurück (vgl. In-Situ-Hybridisierungen für 
MLC2a Abb.13I, J). Die Expression von Nkx2-5 und Mef2c konnte in mutanten 
Embryonen im Herzwindungsstadium in verstreuten punktuellen Bereichen in der 
Herzregion und im lateralen Plattenmesoderm detektiert werden, während Isl1 im 
gesamten breiten Feld unterhalb der Kopfregion erkennbar war (Abb.13K-P). Die hier 
gezeigten Ergebnisse weisen darauf hin, dass die Migration und Fusionierung beider 
Herzfelder sowie die Differenzierung in Kardiomyozyten des Herzrohres durch die 
 
konstitutive Aktivierung des Wnt/β-Catenin-Signalweges in mesodermalen 






































Abb. 13: Die anhaltende Aktivierung des Wnt/β-Catenin-Signalweges in MesP1-cre-exprimierenden 
Zellen verhindert die Bildung eines linearen Herzrohres. (A-P) In-Situ-Hybridisierungen für Axin2, Nkx2-
5, Gata4, Isl1, MLC2a und Mef2c in wildtypischen (A, C, E, G, I, K, M, O) und MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+-
Embryonen (B, D, F, H, J, L, N, P) im 4-5-Somitenstadium (A-H) und 8-Somitenstadium (I-P). Die Bildung 
eines linearen sich windenden Herzrohres ist in MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+-Embryonen vollständig 
unterbunden (vgl. zwischen I und J). Maßstab: 100µm (A-H), 100µm (I-P). 
 
Der Wnt/β-Catenin-Signaltransduktionsweg kontrolliert die Expression von Bmp4 
im sekundären Herzfeld  
Expressionsanalysen in mutanten Embryonen mit aktivierenden und inaktivierenden β-
Catenin-Mutationen in mesodermalen Herzvorläuferzellen zeigten die Veränderung der 
Isl1-Expression im sich formenden Herzrohr (MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+) bzw. 
Herzwindungsstadium (MesP1-cre; β-Cateninlox/lox). Der Transkriptionsfaktor Isl1 wird in 
allen undifferenzierten proliferierenden Herzvorläuferzellen des zweiten Herzfeldes 
exprimiert215. In der Studie von Cai et al. (2003) konnte gezeigt werden, dass der 
konventionelle Verlust von Isl1 in der Maus zur Verkürzung der Herzausflusstraktregion 
 
sowie zum Verlust des rechten Ventrikels führt. Weiterhin war die Anzahl von 
Herzvorläuferzellen des zweiten Herzfeldes in diesen Mäusen stark reduziert und die 
Expression von Bmp und Fgf Liganden (Bmp2, Bmp4, Bmp6, Bmp7, Fgf4, Fgf8 und 
Fgf10) in den verbleibenden Herzvorläuferzellen stark reprimiert bzw. ging vollständig 
verloren. Die Fehlbildung der Herzausflusstraktregion sowie der Verlust des rechten 
Ventrikels in Isl1-Nullmutanten wurden auf die verminderte Proliferation und Migration 
von verbleibenden zweiten Herzfeldvorläuferzellen in das Herzrohr zurückgeführt. Die 
Ähnlichkeit im äußeren Erscheinungsbild von Isl1-Nullmutanten und MesP1-cre; β-
Cateninlox/lox-Embryonen lenkte zur Fragestellung, ob die verminderte Expression von Isl1 
in Vorläuferzellen des zweiten Herzfeldes von inaktivierenden β-Catenin-Mutanten zum 
Verlust von Bmp- und Fgf-Liganden führt und die Proliferation sowie Migration 
beeinflusst. Im vorangegangen Kapitel zum Phänotyp von MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-
Embryonen wurde bereits gezeigt, dass Fgf8 und Fgf10 unverändert in Zellen des zweiten 
Herzfeldes exprimiert werden. Deshalb wurde im Folgenden die Expression von Bmp 
Liganden in β-Catenin-Mutanten überprüft (Abb.14). In In-Situ-Hybridisierungen für 
Bmp4 wurde der vollständige Verlust von Bmp4 im Herzbogen- und Herzrohrstadium in 
zweiten Herzfeldzellen von MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen und die verstärkte 
Expression in MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+-Embryonen detektiert (Abb.14A-F, L, M). 
Transverse Schnitte durch das Herzrohr zeigten im Gegensatz zu Bmp4, dass Isl1 zu 
diesem Entwicklungszeitpunkt vergleichbar im zweiten Herzfeld von wildtypischen und 
MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen exprimiert wird und verstärkt in MesP1-cre; β-
CateninloxEx3/+-Embryonen erkennbar ist (vgl. zwischen Abb.14D1-F1 und G-I). Bmp4 
wurde bereits in früheren Studien als direktes Zielgen der Wnt/β-Catenin-
Signalübertragung in unterschiedlichen Organanlagen und Geweben beschrieben92;105;336 
und konnte in Huhnembryonen die Expression von Isl1 in Vorläuferzellen des zweiten 
Herzfeldes regulieren337. Die Expressionen anderer Bmp-Liganden, Bmp2 und Bmp7, 
erschienen verstärkt (Pfeile in Abb.14J, K) bzw. schwächer im verkürzten 
Herzausflusstrakt und im splanchnischen Mesoderm (Pfeile und Pfeilköpfe in In-Situ-
Hybridisierungen für Bmp7, Abb.14N-O1) von MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen im 
8-Somitenstadium. Die hier gezeigten Ergebnisse deuten auf Bmp4 als Zielgen des Wnt/β-













































    
Abb. 14: Der Wnt/β-Catenin-Signalweg beeinflusst die Expression von Bmp4 im zweiten Herzfeld. (A-
F1) In-Situ-Hybridisierungen für Bmp4 in wildtypischen (A, D, D1), MesP1-cre; β-Cateninlox/lox- (B, E, E1) 
und MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+-Embryonen (C, F, F1) sowie in transversen Schnitten (D1-F1) zeigen den 
Verlust der Bmp4-Expression in MesP1-cre; β-Cateninlox/lox- und die verstärkte Expression in MesP1-cre; β-
CateninloxEx3/+-Embryonen. (G-I) Transverse Schnitte von Isl1-In-Situ-gefärbten Embryonen zeigen einen 
vergleichbaren Anteil von Isl1-exprimierenden Zellen in MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen (vgl. 
zwischen G und H) und die verstärkte Expression in MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+-Embryonen (vgl. zwischen 
G und I). (J-O1) In-Situ-Hybridisierungen für Bmp2, Bmp4, Bmp7 im 8-Somitenstadium von wildtypischen 
(J, L, N, N1) und MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen (K, M, O, O1). Neben dem vollständigen Verlust 
der Bmp4-Expression kann eine verminderte Bmp7-Expression sowie die verstärkte Expression von Bmp2 in 
Zellen des anterioren zweiten Herzfeldes detektiert werden. Maßstab: 100µm (A-F), 100µm (D1-I), 100µm 
(J-O), 100µm (N1, O1). 
 
 
Des Weiteren wurde die Proliferation und Apoptose von Vorläuferzellen des ersten und 
zweiten Herzfeldes im Herzbogen- und Herzrohrstadium von β-Catenin-Mutanten 
überprüft. Dafür wurde mittels Immunofluoreszenz-Analyse der Anteil phospho-Histon H3 
(pHH3)- bzw. TUNEL-positiver Zellen in Isl1-positiven (zweites Herzfeld, SHF) und Isl1-
negativen (erstes Herzfeld, FHF) Herzzellen bestimmt (Abb.15). Die Analyse beschränkte 
sich für MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+-Embryonen auf das Herzbogenstadium, da die 
Ausbildung des Herzrohres in diesen Embryonen unterbunden und somit kein Vergleich 
 
mit wildtypischen Herzen im Herzwindungsstadium möglich war. In MesP1-cre; β-
Cateninlox/lox-Embryonen konnten im Herzbogenstadium weniger pHH3+ Zellen detektiert 
werden, welche zusätzlich Isl1 exprimieren (orange/gelb durch die Überlagerung grüner 
und roter Fluoreszenz in Abb.15A-C). Der Anteil pHH3- und Isl1-koexprimierender Zellen 
erschien in MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+-Embryonen ähnlich (Abb.15B, D). Während im 
Herzbogenstadium eine vergleichbare Anzahl rot-fluoreszierender Isl1-exprimierender 
Zellen in MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen erkennbar war, wurde im 
Herzrohrstadium ein stark verminderter Anteil detektiert (Abb.15E-G). Die Verteilung und 
der Anteil von Isl1-Protein sind vergleichbar mit den zuvor gezeigten Isl1-mRNA-Daten 
























Abb. 15: Der Verlust von β-Catenin in MesP1-cre-exprimierenden Zellen vermindert die 
Zellproliferationsrate im zweiten Herzfeld. (A, E) In der schematischen Darstellung von Mausembryonen 
 
werden die untersuchten Schnittebenen im 6- und 8-Somitenstadium sowie das erste (rot) und zweite 
Herzfeld (grün) hervorgehoben. (B-G) Imunofluoreszenz-Analyse für Phospho-Histon-H3 (pHH3, grün) und 
Islet1 (Isl1, rot; Kernfärbung TOTO, blau) auf der in A und E rot markierten Schnittebene in wildtypischen 
(B, F), MesP1-cre; β-Cateninlox/lox- (C, G) und MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+-Embryonen (D) im 4-6-Somiten- 
(A-D) und 8-Somitenstadium (E-G). Der Anteil pHH3- und Isl1-koexprimierender Zellen im 6-
Somitenstadium von MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen ist stark reduziert, während der Anteil von Isl1 
exprimierender Zellen (rot) vergleichbar ist (vgl. zwischen B und C). Immunofluoreszenzen im 8-
Somitenstadium (F, G) zeigen die verminderte Expression von Isl1 in MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-
Embryonen. (H, I) Quantifizierung von Proliferation und Apoptose in wildtypischen (durchgängig 
schwachgefärbte Balken), MesP1-cre; β-Cateninlox/lox- (gestreift dunkelgefärbte Balken) und MesP1-cre; β-
CateninloxEx3/+-Embryonen (gepunktete mittelgefärbte Balken) mittels Zählung von pHH3- bzw. TUNEL- 
positiven Zellkernen im ersten (rot) und zweiten Herzfeld (grün). Signifikante Unterschiede zwischen 
wildtypischen und mutanten Embryonen wurden mit * (P<0.05) oder ** (P≤0.01) gekennzeichnet. (J) 
Durchschnittliche Zellzahl Isl1-exprimierender Zellen pro Schnittebene im 4-6-Somiten- und 8-
Somitenstadium von wildtypischen (durchgezogene Linie) und MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen 
(gepunktete Linie). Maßstab in B: 50µm. 
 
 
Für die Ermittlung der Proliferations- und Apoptoserate wurden für jedes 
Entwicklungsstadium jeweils drei bis sechs transverse Schnittebenen (dargestellt in 
Schemata in Abb.15A, E) von je drei wildtypischen und mutanten β-Catenin-Embryonen 
zur Auszählung von pHH3- bzw. TUNEL- positiven Zellen im ersten und zweiten 
Herzfeld verwendet. Dabei wurde in MesP1-cre; β-Cateninlox/lox Embryonen ein 
signifikanter Verlust von 41% (P=0,048) pHH3-Isl1-koexprimierender Zellen im 
Herzbogenstadium detektiert, während der Anteil im Herzwindungsstadium vergleichbar 
mit dem wildtypischer Embryonen war (Abb.15H). Die Proliferation erster Herzfeldzellen 
in MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen war in beiden Entwicklungsstadien geringfügig 
vermindert. In MesP1-cre; β-CateninloxEx3/+-Embryonen wurde kein Unterschied in der 
Proliferation von zweiten Herzfeldzellen erkennbar, jedoch konnte ein signifikanter 2,1-
facher (P=0,001) Anstieg in der Proliferationsrate erster Herzfeldzellen detektiert werden 
(Abb.15H). Die Apoptoserate in MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen zeigte in Isl1-
exprimierenden Vorläuferzellen des zweiten Herzfeldes im Herzbogen- und 
Herzwindungsstadium keine Unterschiede. Im Gegensatz dazu konnte in MesP1-cre; β-
CateninloxEx3/+-Embryonen ein signifikanter 2,7-facher Anstieg (P=0,007) apoptotischer 
Isl1-exprimierender Zellen beobachtet werden (Abb.15I). Die Anzahl von Isl1-
exprimierenden Zellen wurde in wildtypischen und MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen 
im Herzbogen- und Herzwindungsstadium gegenübergestellt (Abb.15J). Dabei wurden im 
wildtypischen Herzbogen durchschnittlich 163,5 Isl1-exprimierende Zellen und im 
Herzbogen von MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen im Mittel 174,5 Zellen gezählt. Im 
Gegensatz dazu stieg die Anzahl Isl1-exprimierender Zellen im Herzwindungsstadium von 
 
wildtypischen Embryonen um 33,5% (P=0,01) auf durchschnittlich 246 Zellen an, während 
sich die Zellzahl Isl1-positiver Zellen in MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen 
geringfügig um 3% veränderte. Der Anstieg in der Zellzahl Isl1-exprimierender 
Vorläuferzellen zwischen Herzbogen- und Herzwindungsstadium korreliert mit der 
verstärkten Proliferation dieser Zellen im Herzbogenstadium von wildtypischen 
Embryonen im Gegensatz zu MesP1-cre; β-Cateninlox/lox-Embryonen. Diese Ergebnisse 
weisen darauf hin, dass der Wnt/β-Catenin-Signalweg Isl1 nicht transkriptionell, sondern 
vorzugsweise die Proliferation von Isl1-positiven Vorläuferzellen des zweiten Herzfeldes 




Die Bmp- und Wnt-Signalwege sind essentiell für die Bildung früh-embryonaler 
Herzstrukturen  
Die Funktion der Bmp- und Wnt/β-Catenin-Signalwege in der Entwicklung des Herzens 
wurde bereits in Drosophila-, Frosch- und Huhnembryonen untersucht. In diesen In Vivo- 
und Ex Vivo-Studien wurde der Bmp-Signalweg als positiver Regulator und der Wnt/β-
Catenin-Signalweg als positiver sowie negativer Regulator der frühen Herzentwicklung 
beschrieben273;274;277;279-281;298;299. Im Gegensatz dazu konnten Arbeiten in der Maus die 
Funktion beider Signalwege in der Bildung und Spezifizierung von Herzmesoderm in das 
früh-embryonale Herz nicht entschlüsseln. Während konventionelle Nullmutanten bereits 
vor Bildung des mesodermalen Keimblattes und damit vor Beginn der Spezifizierung in 
Herzmesoderm embryonal lethal waren, zeigten konditionelle Mausmutanten spät-
embryonale Ausflusstraktdefekte79;82;180;181;271;287-293;295-297;306(Tab.1). Des Weiteren blieb in 
diesen Studien bisher ungeklärt, welche Funktionen die beiden Signalwege auf die 
Bildung, Aufrechterhaltung und Spezifizierung der verschiedenen Herzvorläufer-
populationen haben.    
In der vorliegenden Arbeit wurde anhand von inaktivierenden und aktivierenden 
Mutationen im Bmp-Rezeptor Ia und in β-Catenin in mesodermalen Herzvorläuferzellen 
gezeigt, dass die Bmp- und Wnt/β-Catenin-Signalwege unterschiedliche Funktionen in der 
Entwicklung des ersten und zweiten Herzfeldes haben (Abb.16). Dafür wurde die 
transgene cre-Rekombinase unter der Kontrolle des MesP1-Promotors verwendet, welche 
 
bereits zu Beginn der Gastrulation (E6.5) in mesodermalen Herzvorläuferzellen aktiv ist, 
aus denen Zellen des ersten und zweiten Herzfeldes hervorgehen208. Die Einführung 
konditioneller Mutationen in Genen mittels MesP1-cre erfolgt damit nach Spezifizierung 
von Mesoderm in Herzmesodermvorläufer jedoch, vor der Spezifizierung in 
Vorläuferzellen des ersten und zweiten Herzfeldes. Die Aktivierung der cre-Rekombinase 
findet somit eher statt als bei jeder anderen bisher untersuchten herzspezifischen cre-
Rekombinasen (z.B. Nkx2-5- oder αMHC-cre), welche an E7.5 oder später angeschaltet 
werden209;338;339. Die MesP1-cre-induzierte inaktivierende Mutation im BmpRIa resultiert 
in vollständigem Verlust der ersten Herzfeldderivate, d.h. weder Herzbogen noch 
primitiver Ventrikel konnten gebildet werden, einhergehend mit dem völligen 
Expressionsverlust spezifischer erster Herzfeldgene. Im Gegensatz dazu bildeten sich das 
erste Herzfeld und dessen Derivate korrekt in Mäusen mit inaktivierender β-Catenin-
Mutation, während die Entwicklung des zweiten Herzfeldes gestört war, z.B. die 
rechtsgerichtete Windung des linearen Herzrohres sowie Formierung des Ausflusstraktes 
und rechten Ventrikels. Aktivierende β-Catenin-Mutationen resultieren hingegen im 
Verlust der Fusionierung beider Herzfelder zum linearen Herzrohr. Diese Ergebnisse 
zeigen, dass der Wnt/β-Catenin-Signalweg während der Entwicklung früh-embryonaler 
Herzstrukturen der Maus präzise reguliert werden muss, damit sich ein windendes lineares 
Herzrohr bilden kann.  
 
Die Rolle der BmpRIa-Signalgebung in der Spezifizierung des ersten Herzfeldes  
Das konditionelle Ausschalten des Bmp-Rezeptor Ia in Herzvorläuferzellen führte zum 
Verlust des Herzbogens und Expressionsverlust erster Herzfeldgene, z.B. Gata6, Tbx5 und 
eHand (Abb.16, Abb.17). Damit konnte erstmalig in Mäusen die essentielle Funktion des 
Bmp-Signalweges für mesodermale Vorläuferzellen sowie für die Entwicklung erster 
Herzfeldvorläuferzellen nachgewiesen werden. Ein wesentliches Gen für die Bildung und 
Differenzierung von Herzvorläuferzellen, Nkx2-5, wurde in diesen Mutanten anfangs im 
sich-formierenden Herzbogen detektiert, es blieb jedoch zu späteren Zeitpunkten lediglich 
ein kleines Feld der Nkx2-5-Expression zurück. Dieses Ergebnis weist darauf hin, dass die 
Bmp-Signalgebung über den BmpRIa wichtig ist für die Aufrechterhaltung der Nkx2-5-
Expression, jedoch nicht für die initiale Aktivierung von Nkx2-5. Dies könnte darauf 
zurückzuführen sein, dass die frühe Spezifizierung von Mesodermzellen in mesodermale 
Herzvorläufer stattfinden muss, damit der Promoter von MesP1 aktiviert wird und damit 
 
die cre-Rekombinase angeschaltet werden kann. Die Nkx2-5-Expression könnte so zum 
Zeitpunkt der Spezifizierung in Herzmesoderm prinzipiell durch den wildtypischen 
BmpRIa induziert werden. Die Spezifizierung von Mesoderm in Herzmesoderm findet 
allerdings bereits an E6.5 statt, und Herzmesodermzellen exprimieren Nkx2-5 erst ab E7.25 
im sich formenden Herzbogen. Da die Nkx2-5-Expression in BmpRIa-Mutanten erst nach 
Fusionierung beider mesodermaler Flügel zum Herzbogen verstärkt abnimmt, an E8.0, 
scheint die Induktion von Nkx2-5 nicht über den BmpRIa-Signalweg reguliert zu werden, 
jedoch die Aufrechterhaltung der Nkx2-5-Expression. Es bleibt allerdings die 
Fragestellung, ob die Abnahme der Nkx2-5-Expression z.B. auch auf verstärkten Zelltod 
und/ oder verminderte Proliferation Nkx2-5-exprimierender Zellen zurückzuführen sein 
könnte. Weiterhin ist das phänotypische Erscheinungsbild der BmpRIa-Mutanten stärker 
als das von konventionellen Nkx2-5-Nullmutanten, so dass der hier ermittelte Phänotyp 
nicht alleinig auf Veränderungen der Nkx2-5-Expression zurückzuführen ist308;309. 
Möglicherweise ist der kombinierte Verlust von Gata-Faktoren und Nkx2-5, deren direkte 
Regulation durch die Bmp-Signalgebung bereits beschrieben wurde, in BmpRIa-Mutanten 
auschlaggebend249-252. Unterstützt werden unsere Ergebnisse durch frühere Studien in 
Frosch- und Huhnembryonen. Hier konnte gezeigt werden, dass die Injektion dominant-
negativer BmpRIa-DNA oder BmpRII-DNA in Ein- oder Zweizellstadien von Xenopus-
Embryonen keinen Effekt auf die Expression von Nkx2-5 im fusionierenden 
Herzprimordium hat, jedoch nach Fusionierung und vor Differenzierung in 
Kardiomyozyten verloren geht278. In Huhnembryonen induzierte die ektopische Expression 
von Bmp-Rezeptoren oder Bmp2/4-Liganden die ektopische Nkx2-5-Expression, und 
schlagende Kardiomyozyten konnten anschließend gebildet werden277. Andererseits 
hemmte die ektopische Noggin-Expression In Vivo die Expression von Gata4, Nkx2-5 
sowie eHand und die Differenzierung in Kardiomyozyten277;340. Spezifischere 
Untersuchungen in Bezug auf die verschiedenen Vorläuferpopulationen wurden damals 
nicht durchgeführt, da zum Zeitpunkt dieser Veröffentlichungen nicht zwischen ersten und 
zweiten Herzvorläuferpopulationen unterschieden wurde. Spätere Studien in der Maus 
zeigten, dass Nkx2-5 für die Aktivierung der eHand-Expression im ersten Herzfeldderivat 
(linker Ventrikel) entscheidend ist205;341. Nkx2-5 wird jedoch auch im zweiten Herzfeld 
exprimiert und kontrolliert dort die Differenzierung in Kardiomyozyten des Ausflusstrakes, 
rechten Ventrikels und Einflusstraktes248;308;309;341. So könnte der geringe Gehalt 
zurückbleibender Nkx2-5-Expression in den hier untersuchten BmpRIa-Mutanten zu 
späteren Entwicklungsstadien auch im zweiten Herzfeld exprimiert sein. Diese Hypothese 
 
wird unterstützt dadurch, dass spezifische zweite Herzfeldgene weiterhin detektierbar sind, 
z.B. Fgf8 und Isl1, während das Expressionsmuster von MLC2a, einem Gen welches in 
differenzierten Kardiomyozyten zu finden ist, verändert ist332. So geht in BmpRIa-
Mutanten die frühe Differenzierung in Kardiomyozyten verloren, welche normalerweise in 
ersten Herzfeldzellen stattfindet, während sich kleine Felder differenzierter MLC2a-
exprimierender Kardiomyozyten bilden, sobald zweite Herzfeldzellen beginnen zu 
differenzieren. Weiterhin konnte gezeigt werden, dass der Bmp-Signalweg im linearen 
Herzrohrstadium in Zellen des ersten sowie zweiten Herzfeldes aktiviert ist und somit eine 
Funktion in der Entwicklung beider Herzfelder hat (Abb.5). Da jedoch die Defekte in der 
Spezifizierung erster Herzfeldvorläufer in den BmpRIa-Mutanten so dominant waren, 
konnte eine Funktion des BmpRIa auf die Entwicklung des zweiten Herzfeldes nicht 
nachgewiesen werden. Die erhaltenen Ergebnisse weisen darauf hin, dass 
Herzvorläuferzellen in Abwesenheit der BmpRIa-Signalgebung keine koordinierten 
herzspezifischen Zellwege einschlagen können, d.h. Nkx2-5 spezifisch für frühe 
Herzvorläuferzellen wird initial exprimiert, während nur wenige Zellen in Kardiomyozyten 
differenzieren können und kein Herz gebildet wird. Die gewonnenen Ergebnisse stimmen 
mit früheren Daten aus Frosch- und Huhnembryonen überein und zeigen in der Maus 
erstmalig vorrangig die essentielle Funktion des Bmp-Signalweges auf die Spezifizierung 
erster Herzfeldzellen in der Bildung früh-embryonaler Herzstrukturen, während Defekte in 
zweiten Herzvorläuferzellen nicht genauer untersucht werden konnten. 
 
Über die verschiedenen Stadien der Herzentwicklung hinweg scheint die Aktivierung des 
Bmp-Signalweges zeitlich und regional wichtig zu sein, um die Bildung, 
Aufrechterhaltung und Spezifizierung von mesodermalen Vorläuferzellen zu kontrollieren 
(s.Abb.16). So ist die Freisetzung von BmpRIa-spezifischen Bmp-Liganden aus dem 
extraembryonalen Ektoderm entscheidend für die Bildung des mesodermalen 
Keimblattes186-188. In mesodermalen Herzvorläuferzellen, ab E7.5, kontrolliert die 
BmpRIa-Signalgebung die Aufrechterhaltung von Nkx2-5-exprimierenden Zellen und 
deren Differenzierung in Kardiomyozyten vorrangig in ersten Herzfeldzellen und die 
Bildung erster Herzfeldderivate. Im Gegensatz zu unseren Ergebnissen zeigte eine im 
gleichen Jahr erschienene Studie, dass das konditionelle Ausschalten von Smad1 durch die 
MesP1-cre-Rekombinase in einem späteren Phänotyp resultiert309. Die gesteigerte 
Proliferation zweiter Herzfeldvorläuferzellen führte in diesen Mutanten zur Verlängerung 
des Ausflusstraktes. Heterozygote Doppelmutanten für Smad1 und Smad5 zeigten im 
 
Gegensatz zu den konditionellen Smad1-Mutanten den Verlust der Herzwindung und eine 
Verkürzung des Ausflusstraktes und rechten Ventrikels195. Die Ergebnisse könnten darauf 
hinweisen, dass über Smad1 und Smad5 unterschiedliche Zellwege eingeschlagen werden, 
so dass durch die verringerte Aktivierung der Bmp-Signalgebung über Smad1/5 weniger 
zweite Herzfeldzellen aufrechterhalten werden, während der Verlust von Smad1 die 
Proliferation antreibt. So zeigen transgene Smad1-Mutanten, in welchen nur das C-
terminale Phosphorylierungsmotiv mutiert wurde, ein abweichendes Herz-
erscheinungsbild, das allerdings nicht im Detail untersucht wurde309;342. Unterschiede 
zwischen diesen transgenen Smad1- und konditionellen Smad1-Mutanten weisen darauf 
hin, dass Smad1 unabhängig von der Bmp-Rezeptor-TypI-spezifischen Phosphorylierung 
reguliert werden kann. Der frühere und stärkere Phänotyp in unseren BmpRIa-Mutanten 
könnte dadurch erklärt werden, dass in Smad1-Mutanten der Verlust von Smad1 durch 
Smad5 kompensiert werden kann, und in heterozygoten Smad1-/-/5-/--Mutanten weiterhin 
verminderte Bmp-Signalweiterleitung stattfinden kann. Nach E7.5 führt der Verlust der 
Bmp-Signalgebung über BmpRIa- oder ActRIa-Rezeptoren in differenzierenden und 
differenzierten Kardiomyozyten (z.B. mittels Nkx2-5- oder αMHC-cre), sowie spezifisch 
in Zellen des zweiten Herzfeldes (Isl1-cre) oder in Neuralleistenzellen (Wnt1-cre) zu spät-
embryonalen Herzdefekten, welche zumeist auf Defekte in der Differenzierung zweiter 
Herzfeldzellen und Neuralleistenzellen zurückzuführen sind. So waren nach Verlust der 
Bmp-Signalgebung ab E7.5 Defekte in der Cushionbildung im Atrioventrikularbereich und 
Teilung der Ausflusstraktgefäße detektierbar, welche zumeist auf veränderte Proliferation 
zurückgeführt wurden (Tab.1).              
 
 
















































Vorläufer von FHF, SHF  
Abb. 16: Die Bmp- und Wnt/β-Catenin-Signalwege regulieren zeitlich und regional die Entwicklung 
des embryonalen Herzens. Schematische Darstellung von Position und Derivaten erster (rot), zweiter (grün) 
Herzfeldvorläuferzellen und Neuralleistenzellen (blau) im Herzbogen-, Herzrohr-, Herwindungsstadium 
sowie zum Zeitpunkt der Cushionbildung und Teilung der Ausflusstraktgefäße. Die Bmp-Signalgebung (rot) 
hat starken Einfluss auf die Bildung erster Herzfeldderivate (die Funktion im zweiten Herzfeld konnte nicht 
untersucht werden), während die β-Catenin-Signalgebung (grün) die Entwicklung des zweiten Herzfeldes 
kontrolliert. Es existieren also mindestens fünf verschiedene Phasen des Wnt-Signalweges während der 
embryonalen Herzentwicklung. Balken und Pfeile zeigen wo und zu welchen Zeitpunkten der Wnt/β-
Catenin-Signalweg inhibiert oder aktiviert werden muss, um die Entwicklung des embryonalen Herzens 
voranzutreiben. Mittels eines farblich-markierten Balkens wurde gezeigt, wann und in welchen 
Vorläuferzellen ein hoher BmpRIa-spezifischer Bmp-Gehalt detektiert wurde. A, anterior; Ao, Aorta; AVE, 
anteriores viscerales Endoderm; DA, Ductus Arteriosus; IFT, inflow tract; NCC, neural crest cells; OFT, 
outflow tract; P, posterior; PA, Pulmorararterie; PV, Pulmonarvene; RA and LA, rechtes und linkes Atrium 
(Vorhof); RKA and LKA, rechte und linke Karotisarterie; RSCA and LSCA, rechte und linke 
Subclavianarterie; SHF, second heart field. Die Abbildung wurde modifiziert nach205.   
 
Die Rolle der Wnt/β-Catenin-Signalgebung in der Entwicklung des zweiten 
Herzfeldes  
Im Gegensatz zu BmpRIa-Mutanten führt das konditionelle Ausschalten von β-Catenin zu 
Herzdefekten speziell in der Entwicklung des zweiten Herzfeldes, d.h. zum Verlust der 
rechtsgerichteten Herzwindung, verkürztem rechten Ventrikel und Verminderung Isl1-
exprimierender zweiter Herzvorläuferzellen (Abb.16). Einhergehend mit der spezifischen 
Expression des Wnt/β-Catenin-spezifischen Zielgenes, Axin2, ausschließlich in zweiten 
Herzvorläuferzellen im Herzrohrstadium konnte so erstmalig in Mäusen die essentielle 
Funktion von β-Catenin in mesodermalen Vorläuferzellen sowie für die Entwicklung 
zweiter Herzfeldvorläuferzellen nachgewiesen werden. Ein entscheidender 
Transkriptionsfaktor für die Bildung und Aufrechterhaltung zweiter Herzvorläuferzellen, 
Isl1, wurde in diesen Mutanten im Herzrohrstadium (E8.35) vergleichbar exprimiert, 
 
während die Anzahl der Isl1-exprimierenden Zellen im Herzwindungsstadium (E8.5) 
signifikant reduziert war. In der früheren Studie von Cai et al. (2003) konnte gezeigt 
werden, dass Isl1-exprimierende Vorläuferzellen des zweiten Herzfeldes entscheidend sind 
für die Bildung von Ausflusstrakt und rechtem Ventrikel, Regionen welche in 
konventionellen Isl1-Nullmutanten stark verkürzt sind oder vollständig verloren gehen215. 
Weiterhin waren in Isl1-Nullmutanten die Anzahl der Herzvorläuferzellen des zweiten 
Herzfeldes sowie die Expression von Fgf- und Bmp-Liganden stark reduziert und es konnte 
die verminderte Proliferation und Migration verbleibender zweiter Herzfeldzellen in den 
primitiven Ventrikel des linearen Herzrohres detektiert werden. Proliferation sowie 
Migration zweiter Herzfeldvorläuferzellen sind essentielle Prozesse für die Bildung eines 
gewundenen Herzrohres und die Bildung des Ausflusstraktes sowie rechten Ventrikels. In 
den hier untersuchten inaktivierenden β-Catenin-Mutanten konnte die Reduktion der 
Anzahl Isl1-exprimierender Zellen auf die verminderte Proliferation dieser Zellen im 
Herzbogen- und Herzrohrstadium zurückgeführt werden, während die Apoptoserate 
unverändert blieb. Neben der geringeren Anzahl Isl1-exprimierender zweiter 
Herzfeldzellen konnte der völlige Verlust der Bmp4-Expression und die Verminderung der 
Bmp7-Expression im Ausflusstrakt und splanchnischen Mesoderm detektiert werden, 
während Bmp2 verstärkt erschien. In der Studie von Prall et al. (2007) konnte gezeigt 
werden, dass die verstärkte Bmp2-Expression in Nkx2-5-Nullmutanten die Smad1 
induzierte Reduktion der Zellproliferation in Zellen des zweiten Herzfeldes dirigierte309. 
Bmp4 wurde in Huhnembryonen als positiver Regulator der Isl1-Expression beschrieben337 
und kontrolliert in konditionellen Mausmutanten die korrekte Teilung der 
Ausflusstraktgefäße sowie die Cushionbildung288;290 (Tab.1). Außerdem wurde in Mäusen 
bereits gezeigt, dass Bmp4 und Bmp7 in der Entwicklung des Ausflusstrakts kooperieren. 
So führt der kombinierte Verlust von Bmp4 und Bmp7 (Prx1-cre; Bmp4fl/-Bmp7-/-) oder 
die Verminderung an Smad1 und Smad5 in heterozygoten Smad1/5-Doppelmutanten zur 
Verkürzung des Ausflusstraktes195;290. Das phänotypische Erscheinungsbild der hier 
untersuchten inaktivierenden β-Catenin-Mutanten könnte demnach auf den Verlust von 
Bmp4 zusammen mit der Verminderung von Bmp7 und Isl1-exprimierender Zellen 
zurückgeführt werden. Entsprechend der ermittelten Ergebnisse in inaktivierenden β-
Catenin-Mutanten konnte in konstitutiv aktivierten β-Catenin-Mutanten die 
Überexpression von Bmp4 sowie Isl1 detektiert werden. Andere Gene, welche essentiell 
für die Entwicklung des zweiten Herzfeldes sind, wurden in beiden Mutanten weiterhin 
 
exprimiert und zeigen so, dass sie unabhängig von der β-Catenin-Signalgebung aktiviert 
werden. Der Verlust der Fusionierung beider Herzfelder zum linearen Herzrohr und 
Bildung zweier Felder differenzierter Kardiomyozyten in aktivierenden β-Catenin-
Mutanten sowie der verkürzte rechte Ventrikel in inaktivierenden β-Catenin-Mutanten 
weisen darauf hin, dass die Migration von Vorläuferzellen durch die veränderte β-Catenin-
Signalgebung gestört sein könnte. Migrationsdefekte könnten in aktivierenden β-Catenin-
Mutanten auf den verstärkten Zelltod von Zellen des zweiten Herzfeldes und auf die 
Aufrechterhaltung des Vorläuferstatus erster Herzfeldzellen, durch die signifikant 
gesteigerte Proliferation, zurückzuführen sein. In Wildtypen nimmt der detektierbare Bmp-
Gehalt im ersten Herzfeld ab, und die Differenzierung in Kardiomyozyten beginnt, 
während verstärkt Bmp-Liganden in Vorläuferzellen des zweiten Herzfeldes zu finden sind 
(s.Abb.16). In neuronalen Vorläuferzellen konnte bereits gezeigt werden, dass ein zu hoher 
Bmp-Gehalt Apoptose auslöst während hohe Bmp-Level die Proliferation antreiben196;200-
204;343. Demnach könnten der gesteigerte Zelltod zweiter Herzfeldvorläufer, bei 
gleichbleibender Proliferationsrate, sowie die gesteigerte Proliferation erster 
Herzfeldzellen mit dem erhöhten Bmp4-Level im gesamten Herzbogen von aktivierenden 
β-Catenin-Mutanten zusammenhängen. Im Gegensatz dazu könnte in inaktivierenden β-
Catenin-Mutanten durch Verlust von Bmp4/7 die frühzeitige Differenzierung in 
Kardiomyozyten ausgelöst und damit die gerichtete Zellbewegung unterbunden werden. 
Ein Hinweis darauf ist die vergleichbare Gesamtzellzahl im Herzen von Mutanten und 
Wildtypen an E8.5, während die Zahl der Isl1-exprimierenden Zellen abnahm und keine 
Apoptosedefekte vorlagen. Um diese Migrationshypothesen zu testen, müssten 
Vorläuferzellen des zweiten Herzfeldes z.B. mittels Di-I-Markierung oder durch 
Kreuzungen mit transgenen Fgf10- oder Isl1-LacZ-Mäusen anfärbbar gemacht und ihr 
Weg sowie Differenzierungsstatus in den β-Catenin-Mutanten untersucht werden.  
Des Weiteren scheint die Richtung der Herzwindung direkt oder indirekt durch β-Catenin 
kontrolliert zu werden, da in inaktivierenden β-Catenin-Mutanten die gerichtete Windung 
des linearen Herzrohres verloren geht. Unterstützt wird diese Hypothese durch den 
vorzeitigen Verlust der Lefty1-Expression in der linken Mittellinie (Notochord, 
Bodenplatte des Neuralrohres) und als Konsequenz daraus die Detektion bilateral-
symmetrischer Expression von Pitx2c im verbleibenden Ausflusstrakt. β-Catenin kann 
jedoch mittels MesP1-cre-Rekombinase nicht in Zellen der Mittellinie eleminiert werden. 
Es könnte somit ein Hinweis darauf sein, dass durch den Verlust von β-Catenin in den 
 
auslaufenden Herzbogenflügeln (laterales Plattenmesoderm) durch Wnt/β-Catenin z.B. 
transkriptionell-kontrollierte Signalmoleküle, wie Tgf-β/Bmp, nicht sezerniert werden 
können, welche für die Expression und Aufrechterhaltung von Lefty1 in der anterioren 
Mittellinie verantwortlich sind344. Um eine präzise Aussage zum Wnt/β-Catenin-
Siganlweg auf die Entwicklung der Links/Rechtsachse in Bezug auf die Windung des 
linearen Herzrohres treffen zu können, bedarf es weiterer Untersuchungen spezifischer 
Gene der Links/Rechtsachse an zahlreichen Embryonen. Handelt es sich um einen 
frühzeitigen Verlust der Lefty1-Expression in der anterioren Mittellinie müsste in einigen 
Embryonen die bilaterale Expression von Nodal- und Lefty2-Liganden im anterioren 
Plattenmesoderm zu finden sein, wie es in Lefty1-/--, Wnt3a-/-- und Smad1+/-Smad5+/--
Mutanten detektiert wurde195;232;317.  
 
Zusammenfassend können die gewonnenen Ergebnisse frühere widersprüchlichen Daten 
aus Drosophila-, Frosch-, Huhn- und Mausembryonen sowie aus ES-Zellen aufklären und 
zeigen in der Maus erstmalig die essentielle Funktion des Wnt-Signalweges in der 
Aufrechterhaltung zweiter Herzfeldvorläuferzellen. Inaktivierende und aktivierende  
β-Catenin-Mutationen in mesodermalen Herzvorläuferzellen weisen darauf hin, dass der 
Wnt/β-Catenin-Signalweg während der frühen Herzentwicklung präzise reguliert werden 
muss, damit sich ein windendes Herzrohr entwickeln kann. So sind bei Verlust von  
β-Catenin in mesodermalen Herzvorläuferzellen des ersten und zweiten Herzfeldes 
auschließlich Defekte in zweiten Herzfeldderivaten und der Aufrechterhaltung Isl1-
exprimierender zweiter Herzfeldvorläuferzellen zu beobachten, während sich das erste 
Herzfeld normal entwickelt. Auf der anderen Seite führt die konstitutive Aktivierung von  
β-Catenin in beiden Herzvorläuferzellen zum Verlust der Herzrohrbildung und des linken 
Ventrikels möglicherweise durch Aufrechterhaltung des Vorläuferstatus beider 
Herzfeldzellen und gesteigertem Zelltod zweiter Herzfeldzellen.  
 
 
Die verschiedenen Phasen des kanonischen Wnt-Signalweges während der 
embryonalen Herzentwicklung  
Frühere Studien in Frosch- und Huhnembryonen zeigten, dass der Wnt-Signalweg für die 
frühe Herzspezifizierung gehemmt werden muss, während Arbeiten in 
 
Drosophilaembryonen oder ES-Zellkulturen den entgegengesetzten Effekt zeigten und 
mindestens sechs kanonische Wnt-Liganden in früh-embryonalen Herzstrukturen 
exprimiert werden. Das konträre Wissen um den Wnt/β-Catenin-Signalweg in der 
Herzentwicklung war Auslöser für unterschiedliche Studien in ES-Zellen sowie Fisch- und 
Mausembryonen, in welchen verschiedene Stadien der frühen Herzentwicklung untersucht 
wurden und welche gemeinsam mit unserer Veröffentlichung im letzten Jahr erschienen 
sind. Alle Studien deuten auf eine präzise temporale und regionale Regulation des Wnt/β-
Catenin-Signalweges, so dass sich heute mindestens fünf verschiedene Phasen der Wnt/β-
Catenin-Signalgebung während der embryonalen Herzentwicklung ergeben (Abb.16). 
Frühere konträre Ergebnisse in Drosophila-, Frosch-, und Huhnembryonen sowie ES-
Zellen könnten auf verschiedene Punkte zurückzuführen sein: I) auf den Ursprung der 
untersuchten Zellen (regional), da damals z.B. noch nicht zwischen ersten und zweiten 
Herzvorläuferzellen unterschieden wurde. II) auf die verschiedenen Phasen der Wnt/β-
Catenin-Signalgebung (temporal). III) auf Spezies-spezifische Unterschiede in der 
Entwicklung mesodermaler Herzstrukturen. IV) auf Wechselwirkungen mit anderen 
Signalwegen und Einfluss von In Vivo-angrenzenden Zellen, welche in Ex Vivo- oder ES-
Zellstudien nicht vollständig nachgebildet werden können. 
 
Phase 1. In der fühesten Phase wird die Aktivierung des Wnt/β-Catenin-Signalweges im 
posterioren Epiblast (Abb.16, hellblau) benötigt, um während der Gastrulation die Bildung 
des mesodermalen Keimblattes zu induzieren, aus welchem unter anderem mesodermale 
Herzvorläufer hervorgehen. So führt der konventionelle Verlust von β-Catenin, Wnt-3, 
Mesd oder der kombinierte Verlust von Lrp5/6 in der Maus zum Verlust des 
mesodermalen Keimblattes79;82-84. In Maus-ES-Zellen konnte gezeigt werden, dass hohe 
Bmp- und Wnt-Signalaktivität benötigt wird, um die Expression von MesP1 zu 
aktivieren345;346, d.h. die Aktivierung des Wnt-Signalweges ist nicht nur essentiell für die 
Bildung von Mesoderm sondern auch für die Vorspezifizierung des Mesoderms in 
Herzmesoderm.  
 
Phase 2. In der zweiten Phase muss der Wnt/β-Catenin-Signalweg inhibiert werden, damit 
die Spezifizierung von Herzmesoderm in zwei Herzvorläuferpopulationen und die 
anschließende Differenzierung in Kardiomyozyten des ersten Herzfeldes stattfinden kann. 
So konnten in Maus-ES-Zellen mittels konditioniertem Wnt-3a-Medium erst mesoderm-
 
spezifische Gene sowie früh-herzspezifische Gene angeschaltet und nach wenigen Tagen 
schlagende Kardiomyozyten detektiert werden, während durch Inhibition, z.B. mittels 
Dkk1, keine Spezifizierung in Herzmesoderm stattfinden kann300;345-349. Die 
Differenzierung von Maus-ES-Zellen in schlagende Kardiomyozyten wurde auf die 
verstärkte Sox17-Expression zurückgeführt345. Sox17 wird in Anwesenheit aktiver Bmp- 
und Wnt/β-Catenin-Signalgebung erhöht, kann seinerseits mit LEF/TCF-
Transkriptionsfaktoren um die Bindung an β-Catenin kompetieren und dessen 
transkriptionelle Aktiviät unterbinden345. Hingegen wurde in Froschembryonen die durch 
Wnt-Inhibitoren-induzierte Herzspezifizierung in Nkx2-5- und Tbx5-exprimierende Zellen 
auf die Aktivierung der Hex-Expression zurückgeführt350. Des Weiteren konnte in 
Fischembryonen gezeigt werden, dass die Aktivierung des Wnt/β-Catenin-Signalweges in 
mesodermalen Zellen benötigt wird, um die Spezifizierung in Herzmesoderm zu 
induzieren, während der Wnt-Signalweg kurze Zeit später durch die verstärkte Dkk1-
Expression gehemmt werden muß, um die Größe, Entwicklung und Differenzierung von 
Herzzellen zu kontrollieren346;351. Außerdem zeigen die in dieser Studie vorgestellten 
Mausdaten, dass die konstitutive Aktivierung von β-Catenin in Herzvorläuferzellen zum 
Verlust der Bildung eines linearen Herzrohres führt, möglicherweise durch die 
Aufrechterhaltung des Vorläuferstatus in ersten Herzfeldzellen und damit Verlust der 
Differenzierung in Kardiomyozyten im zentralen anterioren Bereich.     
 
Phase 3. In der dritten Phase muss die Wnt/β-Catenin-Signalgebung speziell in zweiten 
Herzfeldvorläuferzellen aktiviert werden, um die Isl1-exprimierenden Vorläuferzellen des 
zweiten Herzfeldes aufrecht zu erhalten. So führen inaktivierende β-Catenin-Mutationen in 
Vorläuferzellen des zweiten bzw. cranialen Herzfeldes (Isl1-cre, AHF-Mef2c-cre),  in 
differenzierenden Kardiomyozyten des ersten und zweiten Herzfeldes (Nkx2-5-cre) oder in 
glatten Muskelzellen im distalen Ausflusstrakt (SM22α-cre) zur verminderten Proliferation 
von Isl1-exprimierenden zweiten Herzfeldzellen und damit zur Verkürzung zweiter 
Herzfeldderivate (Ausflusstrakt und rechter Ventrikel). Im Gegensatz dazu resultiert die 
konstitutive Aktivierung von β-Catenin mittels dieser verschiedenen cre-Rekombinasen in 
der Überproliferation und damit Verbreiterung des Ausflusstraktes und rechten 
Ventrikels348;349;352-354. In der hier vorgestellten Studie wurde der Effekt aktivierender und 
inaktivierender β-Catenin-Mutationen in mesodermalen Herzvorläuferzellen untersucht 
(MesP1-cre), welche in früheren und stärkeren Phänotypen resultierten. Im Gegensatz zu 
 
den anderen Studien, wurden hier β-Catenin-Mutationen bereits vor der Vorspezifizierung 
der Herzmesodermzellen in Zellen des ersten und zweiten Herzfeldes eingeführt. Der 
abweichende Phänotyp von aktivierenden β-Catenin-Mutanten könnte deshalb 
möglicherweise auf die Aufrechterhaltung des Vorläuferstatus erster Herzvorläuferzellen 
zurückgeführt werden, während in den anderen Studien β-Catenin-Mutationen erst nach 
beginnender Differenzierung des ersten Herzfeldes eingeführt werden konnten.  
 
Phase 4. Durch die Hemmung des Wnt/β-Catenin-Signalweges wird in der Phase 4 die 
Differenzierung proximaler zweiter Herzfeldzellen in Kardiomyozyten eingeleitet. In Ex 
Vivo-Studien mit multipotenten Isl1-exprimierenden Herzvorläuferzellen bewirkte 
konditioniertes Wnt-3a-Medium die Expansion Isl1-exprimierender Zellen, während 
weniger oder keine Differenzierung in Kardiomyozyten beobachtet wurde349. Außerdem 
wurde in aktivierenden und inaktivierenden β-Catenin-Mutanten (AHF-Mef2c-cre) im 
Ausflusstrakt entweder der Verlust an SMA-exprimierenden glatten Muskelzellen oder der 
erhöhter Gehalt an MLC2a-exprimierenden Kardiomyozyten beobachtet349;352.  
 
Phase 5. In der Phase 5 wird die Proliferation von Neuralleistenzellen und distalen 
Vorläuferzellen des zweiten Herzfeldes durch aktive Wnt/β-Catenin-Signalgebung 
kontrolliert. In konditionellen Mausmutanten, in welchen β-Catenin in Neuralleistenzellen 
oder Endothelzellen (Wnt1-cre, Tie2-cre) eliminiert wird, wurden Wnt-spezifische Defekte 
bei der epithelial-mesenchymalen Veränderung der Zellstruktur im Atrioventrikularbereich 
sowie Defekte bei der korrekten Teilung der Ausflusstraktgefäße beobachtet271;306. Diese 
Defekte wurden auf die verminderte Proliferation von Neuralleistenzellen durch Verlust 
von Pitx2 und CycD2271 bzw. auf frühzeitige Differenzierung endothelialer Zellen in 
mesenchymale glatte Muskelzellen nach Behandlung mit Tgf-β2306 zurückgeführt. Pitx2 
kontrolliert nicht nur die Proliferation von Neuralleistenzellen und distalen zweiten 
Herzfeldzellen durch die direkte Aktivierung der CycD2-Expression, sondern auch die 
Expression von nichtkanonischem Wnt-11354;355. Wnt-11 ist entscheidend für die gerichtete 
Zellmigration im Ausflusstrakt sowie für die epithelial-mesenchymale Veränderung des 
Zytoskeletts im Atrioventrikularbereich durch Aktivierung der Tgf-β2-Expression355. 
 
Zusammenfassend zeigt die Inaktivierung und Aktivierung des β-Catenin-Genes in 
verschiedenen herzspezifischen Zelllinien und zu unterschiedlichen Stadien der 
 
embryonalen Herzentwicklung, dass der Wnt/β-Catenin-Signalweg zeitlich 
unterschiedliche Funktionen während der Bildung, Aufrechterhaltung und Differenzierung 
von Herzvorläuferzellen hat356;357. Der Wnt/β-Catenin-Signalweg scheint essentiell für die 
Aufrechterhaltung des Vorläuferzellstatus zu sein und muss inhibiert werden, damit die 
Differenzierung in Kardiomyozyten induziert werden kann. 
 
 
Wechselwirkung der Wnt/β-Catenin- und BmpRIa-Signalwege mit dem 
transkriptionellen Netzwerk während der frühen Herzentwicklung  
Es entsteht die Frage wie die Bmp- und Wnt/β-Catenin-Signalwege mit dem bisher 
etablierten transkriptionellen Netzwerk wechselwirken können, welches essentiell für die 
korrekte Herzentwicklung ist (Abb.4, Abb.17). Während frühere Studien bereits zeigten, 
dass die Aktivierung des Bmp-Signalweges in allen untersuchten Spezies, exklusive  
Maus, entscheidend ist für die Bildung und Spezifizierung des Herzens, wurde die 
Funktion des Wnt/β-Catenin-Signalweges lange Zeit kontrovers diskutiert271;279-
281;299;300;307. Die hier ermittelten Ergebnisse weisen darauf hin, dass der BmpRIa-
Signalweg die Aufrechterhaltung von Nkx2-5, sowie direkt oder indirekt die Expression 
von Gata6, Tbx5 und damit auch eHand kontrolliert (Abb.17). Frühere Studien zeigten 
bereits Bmp-spezifische Smad1/5/8-Bindestellen auf Promotoren von Nkx2-5- sowie Gata-
Genen und dass Nkx2-5 entscheidend ist für die Expression von eHand im linken 
Ventrikel205;249-252;341. In Huhnembryonen konnte gezeigt werden, dass Bmp2, welches 
medial zur Herzregion detektierbar ist, die Expression von Nkx2-5 und Gata4/5/6 
induziert, während die Hemmung des Bmp-Signalweges durch implantierte Noggin-
exprimierende Zellen die Nkx2-5- und eHand-Expression inhibiert340. Die hier erstmalig 
gezeigte essentielle Funktion der Bmp-Signalgebung, vorrangig in der Spezifizierung 
erster Herzfeldzellen in der Bildung früh-embryonaler Herzstrukturen der Maus, stimmt 
somit mit früheren Ergebnissen in Huhnembryonen überein277;337;340.  
Andererseits zeigte die konditionelle Mutagenese des β-Catenin-Genes in der Maus in 
dieser Arbeit und fünf weiteren Studien die essentielle Funktion des Wnt/β-Catenin-
Signalweges in der Aufrechterhaltung Isl1-exprimierender zweiter Herzfeld-
vorläuferzellen348;349;352-354. An dieser Stelle muss darauf hingewiesen werden, dass sich im 
Promotor des Isl1-Genes zwei konservierte LEF/TCF-Bindestellen befinden. Außerdem 
 
konnte mittels Chromatin-Immunopräzipitation in Herzextrakten (E9.5) die Präsenz von β-
Catenin auf diesen Promotorstellen nachgewiesen werden354. Unsere Untersuchungen auf 
RNA und Proteinebene, sowie die spezifische Auszählung Isl1-exprimierender Zellen zu 
verschiedenen Entwicklungsstadien ergaben hingegen vergleichbare Isl1-Zellzahlen im 
Herzrohrstadium und proportional zur Proliferationsverlust abnehmende Isl1-Zellzahlen im 
Herzwindungsstadium von inaktivierenden β-Catenin-Mutanten. Diese Ergebnisse deuten 
darauf hin, dass der Wnt/β-Catenin-Signalweg nicht für die initiale Isl1-Expression 
verantwortlich ist, jedoch möglicherweise in Kooperation mit anderen 
Transkriptionsfaktoren die Aufrechterhaltung der Isl1-Expression zu späteren Zeitpunkten 
kontrolliert. Neben Defekten in der Proliferation Isl1-exprimierender Zellen konnten 
Veränderungen in der Expression von Bmp4 sowie CycD2 beobachtet werden348;352. 
Bereits in früheren Studien wurde in der Maus die Wnt/β-Catenin-abhängige 
transkriptionelle Kontrolle von Bmp4 und CycD1/2 nachgewiesen92;105;271;319;336;358. Zum 
einen könnte der Wnt/β-Catenin-Signalweg die Proliferation Isl1-exprimierender zweiter 
Herzfeldzellen über die Aktivierung der Bmp-Signalgebung mittels Bmp4 kontrollieren 
oder direkt über die transkriptionelle Kontrolle von CycD2. Studien in 
Drosophilaembryonen zeigten bereits, dass Wg (Wnt-1-Homolg) und Decapentaplegic 
(Bmp2/4-Homolog) in der Bildung des dorsalen Herzschlauches kooperieren274;299;359, und 
dass der kanonische Wnt-Signalweg in ES-Zellen die Expression von Bmp2/4 
aufrechterhält sowie herzspezifische Gene aktivieren kann300. In Huhnembryonen konnte 
außerdem gezeigt werden, dass Bmp4 die Expression von Isl1 in zweiten 
Herzfeldvorläuferzellen erhöht und entscheidend ist für die Migration zweiter 
Herzfeldzellen in den wachsenden Ausflusstrakt214;337. Der Verlust von Bmp4 im 
splanchnischen Mesoderm sowie Ausflusstrakt könnte demnach die Erklärung für die hier 



















Abb. 17: Wechselwirkungen der BmpRIa-und Wnt/β-Catenin-Signalwege mit dem bekannten 
transkriptionellen Netzwerk. Die schematische Darstellung des linearen Herzrohres (E8.35, Seitenansicht) 
zeigt die Position erster (rot) und zweiter (grün) Herzfeldzellen, wo die Bmp- und Wnt-Signalwege auf die 
herzspezifische Genexpression einwirken könnten und in welchem Herzfeld die Gene zu diesem Zeitpunkt 
exprimiert werden. Proteininteraktionen sind mittels gepunkteter Linien zwischen den Molekülen dargestellt. 
Direkte positive (Pfeile) oder negative Regulation (Balken) wurden mit durchgezogenen Linien markiert, 
während einige Regulationen indirekt beschrieben oder noch nicht entschlüsselt wurden (gestrichelte Pfeile). 
FHF; first heart field; pV, primitiver Ventrikel; SHF, second heart field. 
 
Der konditionelle Verlust von β-Catenin in mesodermalen Herzvorläufern des ersten und 
zweiten Herzfeldes (MesP1-cre aktiv ab E6.5), differenzierenden Kardiomyozyten beider 
Herzfelder (Nkx2-5-cre aktiv ab E7.5) oder spezifisch in zweiten Herzfeldvorläufern (Isl1-
cre, aktiv ab E7.5) führen zu verminderter Bmp4- sowie CycD2-Expression und defekter 
Proliferation Isl1-exprimierender Zellen, während die Expression von Fgf8/10 nicht gestört 
wurde348;354. Im Gegensatz dazu resultierte die konditionelle Mutagenese des β-Catenin-
Genes in Zellen des distalen Ausflusstraktes (SM22a-cre, AHF-Mef2c-cre) in 
Veränderungen der Fgf10-Expression sowie daraus folgend in der Phosphorylierung von 
Erk1/2352;353. In der Arbeit von Cohen et al. (2007) wurde gezeigt, dass sich im Promotor 
des Fgf10-Genes zwei konservierte LEF/TCF-Bindestellen befinden. Außerdem konnte 
mittels Chromatin-Immunopräzipitation in Herzextrakten des Ausflusstraktes (E9.5) die 
Präsenz von β-Catenin auf diesen Promotorstellen nachgewiesen werden353. Neben Fgf10 
sind auch die Expressionen von Fgf3/16/20 in SM22α-spezifischen β-Catenin-Mutanten 
verändert und die kombinierte Behandlung von distalen Ausflusstraktexplanten mit Wnt-3a 
sowie Fgf10 führte zur synergistischen Erhöhung der Isl1-Expression, während Inhibitoren 
von Fgf-Rezeptoren den positiven Effekt von Wnt-3a auf die Isl1-Expression zerstören353. 
β-Catenin scheint damit nicht nur die Expression von Bmp-Liganden sondern auch von 
 
Fgf-Liganden im zweiten Herzfeld zu kontrollieren und wirft die Fragestellung auf, wie 
diese Signalwege miteinander kooperieren. Kürzlich konnte gezeigt werden, dass die 
Fgf/MAPK- und Wnt/β-Catenin-Signalgebung die Dauer der Bmp-Signalgebung 
beeinflussen können152. Normalerweise führt die Bindung von Bmp-Liganden zur 
Rezeptor-aktivierten C-terminalen Phosphorylierung von Smad1/5/8, kann jedoch auch die 
Aktivierung von MAPK (z.B. p38, NLK) induzieren150-153;360-362. C-terminal 
phosphoryliertes Smad1/5/8 komplexiert mit Smad4 und kann in den Zellkern 
translozieren, um dort Bmp-spezifische Zielgene zu aktivieren. Nukleäre Phosphatasen, 
welche C-terminale Phosphatgruppen abspalten können, inaktivieren Smad1/5/8 und 
führen zu dessen Transport aus dem Zellkern153;363. Interessanterweise können Bmp- oder 
Fgf-aktivierte-MAPK Smad1 zwischen den zwei MAD-Homologen-Domänen 
phosphorylieren und eine zweite Phosphorylierung über Gsk-3β einleiten, welche Bmp-
spezifisches Smad1 für den proteasomalen Abbau mittels Smurf vorbereitet152. Die 
gleichzeitige Aktivierung von Bmp- und Wnt/β-Catenin-Signalwegen kann durch 
Inaktivierung von Gsk-3β den Abbau von Smad1 stoppen und die Dauer der Aktivierung 
Bmp-spezifischer Zielgene verlängern. Andererseits würde die gleichzeitige Aktivierung 
von Bmp- und Fgf-Signalwegen zur Phosphorylierung von Smad1 zwischen den MAD-
Homolgen-Domänen führen und so die Aktivierung Bmp-spezifischer Zielgene 
unterbunden werden. Möglicherweise sorgt in zweiten Herzfeldvorläuferzellen ein 
entgegengesetzter Gradient von Wnt/β-Catenin-regulierten Fgf- und Bmp-Liganden für die 
korrekte Länge von zweiten Herzfeldderivaten. So könnte der Wnt/β-Catenin-Signalweg 
im distalen Ausflusstrakt, angrenzend an Kopfmesoderm und einwandernde 
Neuralleistenzellen, die Fgf-Expression und die Proliferation Isl1-exprimierender zweiter 
Herzfeldzellen  induzieren und gleichzeitig die Dauer der Bmp-Signalgebung über pSmad1 
verkürzen. Im mittleren Teil des Ausflusstraktes könnte die Wnt/β-Catenin-Signalgebung 
die Expression von Bmp und Proliferation Isl1-exprimierender Zellen antreiben und 
gleichzeitig die Dauer der Aktivierung Bmp-spezifischer Zielgene verlängern. Im 
proximalen Ausflusstrakt, angrenzend am primitiven Ventrikel, scheinen Bmp-Liganden 
für die Differenzierung in Kardiomyozyten des rechten Ventrikels verantwortlich zu sein. 
Ein Hinweis darauf, dass alle drei Signalwege regional und temporal in der 
Aufrechterhaltung Isl1-exprimierender Zellen im zweiten Herzfeld kooperieren, sind 
ähnliche Defekte in zweiten Herzfeldderivaten nach Verlust nur eines Signalweges, d.h. 
 
durch verringerte Proliferation ausgelöste Verkürzung des Ausflusstraktes und rechten 
Ventrikels195;348;349;352-354;364. 
 
Die Modulation beider Signalwege, Wnt/β-Catenin und Bmp, wurde bereits in 
Huhnembryonen als essentiell für die Herzentwicklung beschrieben, aber wie sie 
miteinander vernetzt sind, blieb bisher ungeklärt279. Die Ergebnisse unserer Studie ergeben 
erstmalig eine Kooperation zwischen Wnt/β-Catenin- und Bmp-Signalwegen in der 
Aufrechterhaltung zweiter Herzfeldzellen. Wie diese Signalwege jedoch das 
herzspezifische transkriptionelle Netzwerk beeinflussen, ob sie parallel aktiviert werden 
oder tatsächlich in Reihe geschalten sind, erfordert weitere Studien, z.B. mittels 
kombinierter Mutagenese in der Maus. Vorläuferzellen des zweiten Herzfeldes sind 
multipotent, d.h. sie haben das Potential in alle cardiovaskulären Zellwege (Myokard, 
Endokard und glatte Muskulatur) zu differenzieren, und der Vorläuferstatus wird durch den 
Wnt/β-Catenin-Signalweg aufrechterhalten365. In Fisch-Herzregenerationsstudien wurde 
die Aktivierung des kanonischen Wnt-Signalweges beobachtet und unterstreicht die 
Wichtigkeit dieses Signalweges in der Stamm- bzw. Vorläuferzellbiologie und 
Regeneration357;366. So könnte das Wissen um die Aufrechterhaltung der Multipotenz von 
Herzvorläuferzellen durch den kanonischen Wnt-Signalweg, z.B. in Menschen mit 
ischämischem Infarkt, für therapeutische Zwecke eingesetzt werden349;351. Jedoch nicht 
ausschließlich in der Regeneration des humanen Herzens könnte der Wnt/β-Catenin-
Signalweg von entscheidender Bedeutung sein, sondern auch während der embryonalen 
Herzentwicklung in der Entstehung von angeborenen Herzdefekten. So ist z.B. der Einfluss 
beider Signalwege auf die Kooperation zwischen Neuralleistenzellen und zweiten 
Herzfeldzellen in der Bildung von epithelial-mesenchymalen Veränderungen des 
Zytoskeletts während der Herzklappenbildung und die Teilung der Ausflusstraktgefäße 
von besonderem Interesse. Hier führt der Verlust der β-Catenin- oder der Bmp-
Signalgebung zu ähnlichen Defekten, wie z.B. doppeltem Ausflusstraktgefäßausgang am 
rechten Ventrikel, Transposition der großen Gefäße oder fortbestehendem 
Arterienhauptstamm (persistent truncus arteriosus) [s.Tab.1 (S.25)]. Dabei handelt es sich 
um Herzdefekte in der Maus, welche auch im Menschen als angeborene Herzdefekte in 1 
von 1.000 Lebendgeburten auftreten können365. Menschen überleben diese angeborenen 
Herzdefekte mittels korrigierenden Operationen zumeist, erkranken danach jedoch oft an 
sekundären Herzdefekten. Deshalb ist es nicht nur entscheidend embryonale Defekte zu 
 




Materialien und Methoden 
 
Materialien und molekularbiologische Standardmethoden   
 
Verwendete Reagenzien und Chemikalien  
Enzyme, Marker, full length cDNA-Klone und Oligonukleotide wurden von den 
Herstellern Amersham-Buchler (Braunschweig), Böhringer Mannheim (Mannheim), 
BioTez (Berlin), Fermentas, Invitrogen, New England Biolabs (Schwalbach/ Taunus), 
Promega (Mannheim), Qiagen (Hilden), Roche (Basel/ Mannheim), Stratagene, 
Transduction Laboratories (USA) und ImaGenes (‚RZPD’, Berlin) verwendet. Für die 
verschiedenen, nachfolgend erläuterten Methoden wurden gebräuchliche 
Laborchemikalien, soweit nicht anders angegeben, von nachfolgenden Herstellern 
verwendet: Fluka (Neu-Ulm), Heraeus-Kulzer (Wehrheim), Merck (Darmstadt), Serva 
(Heidelberg) und Sigma (Deisenhofen).  
 
Verwendete Geräte 
Die Durchführung der Versuche bedurfte dem Gebrauch von: PCR-Gerät (Biometra, T3 
Thermocycler), Zentrifugen (Centrifuge 5402, Eppendorf; Centrifuge J2-21, Beckman), 
Mikroskope [StemiSV11 (Apo), Zeiss; Axioskop, Zeiss; LSM 5 Pascal, Zeiss] und 
Mikrotome (Microm HM400R, Microm HM360, Microm HM560).  
 
Bakterienstamm 
Es wurden ausschließlich konjugationsdefiziente K12-Sicherheitsstämme von E.coli 
verwendet (XL-1 blue: recA1 endA1 gyrA96 thi-1 hsdR17 supE44 relA1 lac [F'proAB 
lacIqZΔM15 Tn10 (Tetr)]).  
 
Antikörper und cDNAs 
Es wurden folgende Antikörper verwendet: Goat-anti-β-Galactosidase (Biogenesis; 
1:2000), Rabbit-anti-Phospho-Smad1/5/8 (Cell Signaling Technology; 1:150), Guinea Pig-
 
anti-Isl1/2 (zur Verfügung gestellt von T.Jessel/New York; 1:20 000) and Rabbit-anti-
Phospho-Histone H3 (Upstate; 1:250), Rabbit-anti-β-Catenin (34; 1:1000), Mouse-anti-β-
Catenin (BD Transduction Labratories; 1:500),  Anti-DIG Fab an alkalische Phosphatase 
gekoppelt (Roche; 1:4000), Cy2- oder Cy3-gekoppelte sekundäre Antikörper (Jackson 
Immuno Research; 1:400). Kernfärbung wurde mittels DAPI (Sigma; 1:2000) oder TOTO 
(TOTO-3-iodide, Invitrogen; 1:2000) durchgeführt.  
Für In-Situ-Hybridisierungen wurden Anti-sense RNA-Transkripte der folgenden Maus-
cDNAs verwendet: Axin2 (BC057338); Bmp2 (NM_007553.2); Bmp4 (X56848.1); Bmp7 
(NM_007557.2); BmpR1a (NM_009758); Fgf8, dHand, eHand, Lefty1/2, Pitx2c und Tbx5 
(zur Verfügung gestellt von Prof. M.Blum/Stuttgart-Hohenheim); Fgf10 (NM_008002.3); 
Gata4 (NM_008092); Gata6 (NM_010258); Isl1 (NM_021459.2); Mef2c (BC026841.1); 
MLC2a; Nkx2-5 (AF091351.1); Nodal (X70514.1) und Wnt11 (NM_009519.1). 
 
Standardmethoden und Kits 
Molekularbiologische Standardmethoden basieren auf den Laborhandbüchern von 
Sambrook et al. (1989)367, Ausubel et al. (1987)368 und Berger et al. (1987)369 und wurden 
im Folgenden nicht näher beschriebenen. Zu diesen Methoden gehören unter anderem: 
Plasmid-DNA-Präparation im analytischen Maßstab, Spaltung von DNA mittels 
Restriktionsendonukleasen, Dephosphorylierung linearisierter DNA, Phenolchloroform-
extraktion zur Aufreinigung linearisierter Plasmid-DNA, Transformation von Bakterien 
sowie Auftrennung von Nukleinsäuren in Agarosegelen u.v.m. Unter Verwendung von 
Kits und deren Herstellerangaben wurden folgende Methoden durchgeführt: Plasmid-
DNA-Präparation im quantitativen Maßstab (Qiagen), Digoxygenin-Markierung von RNA-
Sonden (Roche) und deren Aufreinigung mittels RNeasy Kit (Qiagen). 
 
Verwendete Mauslinien und deren Genotypisierung 
Es wurden die folgenden Mauslinien verwendet: β-Cateninlox (109), β-CateninloxEx3 (326), 
BmpRIalox (325), MesP1-cre (208), Axin2lacZ (320) und der Z/AP-Indikator-Stamm (330). Für 
die Genotypisierung der Tiere wurde die Methode der Polymerase-Kettenreaktion (PCR) 
nach Saiki et al. (1988)370 angewendet. Dafür wurden zunächst Ohrbiopsien adulter Mäuse 
in 35µl Lysepuffer [100mM Tris pH8.5, 10mM EDTA pH8, 0.2%SDS, 200mM NaCl, 
0.2µg/µl Proteinase K (Sigma)] bzw. Amnion oder Dottersack von Mausembryonen in 
 
10µl Lysepuffer (8.8µl H2O, 1µl 10xTaq-Polymerase-Puffer, 0.2µg/µl Proteinase K) über 
Nacht bei 55°C lysiert. Für die Polymerase-Kettenreaktion wurden Ohr- und 
Dottersacklysate (1:20 bzw. 1:5) verdünnt, die in den Mauspublikationen beschriebenen 
PCR- Konditionen und Programme eingesetzt und folgende PCR-Primer verwendet:  
 
βCat662: 5’- ACT GCC TTT GTT CTC TTC CCT TCT G- 3’ β-Cateninlox 
βCat803n: 5’- CAG CCA AGG AGA GCA GGT GAG G- 3’ 
βCat482: 5’- AGA ATC ACG GTG ACC TGG GTT AAA- 3’ β-
CateninloxEx3 βCat1051n: 5’- CAT TCA TAA AGG ACT TGG GAG GTG T- 3’ 
Alk3-fwd: 5’- GGA GAC AGG TTT GGA TCT TAA CCT TAG G- 3’ BmpRIalox 
Alk3-rev: 5‘- GCC TCA CTC CTC ACC GTG CTC- 3’ 
MesP1cre: 5’- GAA AGA ACC AGC TGG GGC TCG AG- 3’ MesP1-cre 
MesP1-GR1: 5’- ATA TGC CAA GTC ATT GAG GTG AGC TTT C- 3’ 
Cre439: 5’- GAA CGC ACT GAT TTC GAC CA- 3’ Cre 
Cre639: 5’- AAC CAG CGT TTT CGT TCT GC- 3’ 
Ckoln4: 5’- AAG CTG CGT CGG ATA CTT GAG A- 3’ 
NLS-BJ1: 5’- TGG TAA TGC TGC AGT GGC TTG- 3’ 
Axin2lacZ 
Ex2-AS3: 5'- AGT CCA TCT TCA TTC CGC CTA GC- 3’ 
LacZ-144: 5’- TCC CAA CAG TTG CGC AGC CTG AAT- 3’ Z/AP 
LacZ-608n: 5’- ATA TCC TGA TCT TCC AGA TAA CTG CCG- 3’ 
 
Immunhistochemie 
Mausembryonen wurden in eiskaltem PBS präpariert, das Alter mittels Zählung der 
Somitenpaare bestimmt, und die Embryonen wurden über Nacht bei 4°C schüttelnd in 
4%Formaldehyd fixiert. Abhängig von der Weiterverwendung wurden Embryonen zum 
einen in aufsteigender Methanolreihe (je 10-20Minuten: 25%, 50%, 75%, 100%Methanol) 
dehydriert und in 100% Methanol bei -20°C bis zur Weiterverwendung in In-Situ-
Hybridisierungen eingelagert. Zum anderen wurden Embryonen für β-Galaktosefärbungen 
am ganzen Embryo, für Schnitte (Objektträger: SuperFrost Plus,  Menzel-Glaeser) und 
anschließende histologische oder Antikörperfärbungen vorbereitet (s. folgende Kapitel). 
 
 
Histologische Färbungen von Embryonenschnitten 
Histologische Übersichtsfärbungen (Hämatoxylin/Eosin) wurden auf Paraffin- oder 
Plastikschnitten durchgeführt. Für Paraffinschnitte wurden die Embryonen nach über 
Nacht-Fixierung in 4% Formaldehyd in einer aufsteigenden Ethanolreihe (jeweils 10-
20Minuten: 70%, 80%, 95%, 2x 100%Ethanol) dehydriert, 2x 45min in Toluol inkubiert, 
danach über Nacht in flüssiges, 60°C-warmes Paraffin überführt und im Folgenden in 
Paraffin eingebettet. Mit einem Mikrotom (Microm HM400R) wurden 8µm- dünne 
Paraffinschnitte angefertigt und in ein 55°C-Wasserbad überführt, von welchem die 
Schnitte auf Objektträger aufgezogen wurden. Die getrockneten Paraffinschnitte wurden 
über Nacht im 60°C-Ofen erwärmt und die Objekte danach in drei siebenminütigen 
Xylolschritten vom Paraffin befreit. Nach Rehydrierung in einer absteigender Ethanolreihe 
(je 3min: 2x 100% Ethanol, 96% Ethanol, 80% Ethanol, 70% Ethanol) wurden die Schnitte 
erst 1min in Hämatoxylin gefärbt, sofort in rinnendes warmes Leitungswasser überführt 
(10min) und danach 5min in 0.1%-ethanolischem Eosin gefärbt, wieder in ansteigender 
Ethanolreihe dehydriert und in zwei 3-minütigen Xylolschritten auf die anschließende 
Eindeckelung mit Entellan (Merck) vorbereitet.  
 
Für Plastikschnitte wurden Embryonen (nach Präparation und über Nacht-Fixierung oder 
In-Situ-Hybridisierung und 7-minütiger 2.5%Glutaraldehyd/PBS-Fixierung) in einer 
aufsteigenden Methanolreihe (je 30Minuten: 25%, 50%, 75%, 100% Methanol) dehydriert 
und danach in 100% Ethanol überführt. Die Embryonen wurden in Technovit 7100 
(Heraeus-Kulzer, Wehrheim)/100% Ethanol (1:1) für 1h bei RT vorinkubiert und für eine 
weitere Stunde in reinem Technovit7100 (mit Härter1) inkubiert, bevor sie in kalt-
polymerisierende Plastik (Technovit7100/Härter1 und Härter2 im Verhältnis 1:15) 
eingebettet wurden. Zur korrekten Ausrichtung der Embryonen wurde während der 30-
minütigen langsamen Polymerisationszeit mit Hilfe von Injektionskanülen (Braun, 
Melsungen) und unter dem Mikroskop gearbeitet. Nach Über-Nacht-Endpolymerisierung 
wurde eine Halterung auf den Block gegossen (Technovit 3040) und die fertigen Blöcke 
bis zur Weiterverwendung bei Raumtemperatur aufbewahrt. 6µm-Plastikschnitte wurden 
am Microm HM360 (Walldorf) geschnitten, zur Glättung in ein 55°C-warmes Wasserbad 
überführt und auf Objektträgern gesammelt. Plastikschnitte bereits In-Situ-hybridisierter 
Embryonen konnten direkt nach Trocknung unter dem Mikroskop fotografiert werden 
(Axioskop, Zeiss). Für Hämatoxylin/Eosin-Färbungen wurden Plastikschnitten 15-20min 
in Hämatoxylin gefärbt, sofort in rinnendes handwarmes Leitungswasser (15min) und 
 
danach in rinnendes VE-Wasser (2min) überführt, bevor die 8-minütige Färbung in Eosin 
(0.25% Eosin Y, 0.1M Essigsäure) und Waschung mit 2x 5min VE-Wasser folgte. Nach 
Trocknung wurden die gefärbten Plastikschnitte mit Entellan eingedeckelt. 
    
Immunfluoreszenz- und TUNEL- Färbung auf gefrorenen Embryonenschnitten 
Für Immunofluoreszenzmikroskopie wurden Embryonen in PBS präpariert, in 4% 
Formaldehyd (3-4h) bei 4°C fixiert, danach in kaltem PBS gewaschen (5x4min) und in 5% 
Saccharose (in 0.1M NaH2PO4*2H2O) für 3h bei 4°C vorinkubiert bevor sie über Nacht 
bei 4°C in 20% Saccharose (in 0.1M NaH2PO4*2H2O) überführt wurden. Am nächsten 
Tag wurden die Embryonen in Tissue Tek (Sakura, Nederland) auf einem in Ethanol-
Trockeneis gekühlten Metallblock eingefroren und bei -70°C aufbewahrt. 14µm- 
Kryostatschnitte wurden am Kryostat (Microm HM560, Walldorf) durchgeführt, auf 
Objektträger gezogen und bis zur Weiterverwendung bei -70°C aufbewahrt. Für 
Immunofluoreszenzfärbungen wurden die Objektträger 5min in PBS gewaschen, 
anschließend für 30min in 10% Goatserum in TNB (100mM Tris pH7.5, 150mM NaCl) 
blockiert und danach über Nacht mit den primären Antikörpern (in 10% Goatserum/TNB) 
bei 4°C inkubiert. Nach der Primär-Antikörper-Inkubation wurden die Schnitte zweimal 
für 8min in PBST (PBS+0.1%Tween) gewaschen, für 10min blockiert (in 10%Goatserum/ 
TNB) und abgedunkelt für 2h mit den fluoreszierenden Sekundärantikörpern (sowie mit 
DAPI bzw. TOTO in 10% Goatserum/TNB) bei RT inkubiert. Nach der Sekundär-
Antikörper-Inkubation wurden die Schnitte abgedunkelt zweimal 8min in PBST 
gewaschen und anschließend mit Immumount (Thermo Shandon) eingedeckelt sowie kühl 
und dunkel eingelagert. Fotos konnten nach Trocknung der Schnitte am konfokalen 
Mikroskop (LSM 5 Pascal, Zeiss) angefertigt werden.  
 
Zur Bestimmung apoptotischer Zellen wurde die TUNEL-Färbung (terminal 
deoxynucleotide transferase nick-end labeling) durchgeführt. Mittels dieser Methode 
werden die stumpfen Enden von DNA-Doppelstrangbrüchen mit Fluorescein markiert. Für  
die gekoppelte Fluoresceinmarkierung apoptotischer Zellen sowie gleichzeitige 
Fluoreszenzfärbung anderer Proteine wurde mit der zuvor beschriebenen 
Immunofluoreszenzfärbung begonnen. Nach der Sekundär-Antikörper-Inkubation und den 
zwei PBST- Waschschritten wurde die Schnitte nach Beschreibung des Herstellers für 
`Apop Taq PLUS, in situ Apoptosis Detection Kit, Fluorescein` (Chemicon, Temecula) 
 
abgedunkelt weiterbehandelt. Nach mikroskopischen Aufnahmen wurde der Anteil 
apoptotischer bzw. mitotischer (pHH3) Zellen durch Auszählung bestimmt und statistisch 
ausgewertet. Dafür wurden die verschiedenen Gruppen mittels one-way ANOVA gefolgt 
vom Bonferroni Test verglichen.     
  
In-Situ-Hybridisierung am ganzen Embryo 
Für In-Situ-Hybridisierungen am ganzen Embryo wurden genotypisierte Embryonen 
(eingelagert in 100% Methanol bei -20°C) nach Alter, Genotyp und zu hybridisierender 
DIG markierter RNA-Sonde in eine mit 1% BSA in DEPC-H2O und DEPC-H2O 
vorgespülte 24-Lochplatte einsortiert. Alle im Folgenden beschriebenen Lösungen wurden 
mit DEPC- H2O angesetzt und vor jedem Versuch steril filtriert. Das Protokoll für In-Situ-
Hybridisierungen am ganzen Embryo bedarf einer viertägigen Behandlung der Embryonen 
und wurde wie folgt durchgeführt:  
Der erste Behandlungstag wurde soweit nicht anders beschrieben auf Eis durchgeführt. Am 
ersten Tag der Behandlung wurden die Embryonen 15min in 6%H2O2 (in 100% Methanol) 
geblichen und in einer absteigenden Methanolreihe (je 10min: 75%, 50%, 25% Methanol) 
rehydriert. Nach 8-minütiger Inkubation in 0.2MHCl (RT) wurden die Embryonen 3x 
10min mit PBST (PBS+0.1%Tween) gewaschen, für 12min mit 4.5µg/ml Proteinase K in 
PBST bei RT inkubiert und danach für 10min in 2mg/ml Glycin/PBST gewaschen. Die 
Embryonen wurden 3x für 5min in PBST gespült, in 4%PFA/0.2%Glutaraldehyd bei RT 
nachfixiert und drei weitere Waschungen in PBST vorgenommen. Embryonen wurden im 
Anschluss für 3h in Hybridisierungslösung [50%Formamid, 5xSSC pH5.0, 5%Böhringer 
Block, 10% Dextransulfat, 5mM EDTA, 0.1% Tween, 10µg/ml tRNA (Sigma), 10µg/ml 
ssDNA, 40µg/ml Heparin] bei 70°C präinkubiert und danach DIG-markierte RNA-Sonden 
zu dem Embryonenhybridisierungsmix gegeben. Das Gemisch aus Embryo und DIG-
RNA-Sonde in Hybridisierungslösung wurde über Nacht bei 70°C leicht schüttelnd 
inkubiert.  
Am zweiten Tag der Behandlung wurden Embryonen zweimal 30min bei 70°C in Lösung1 
gewaschen (50%Formamid, 5xSSC pH7, 0.1%Tween), gefolgt von einem 10minütigen 
Waschschritt in einer 1:1 Mischung aus Lösung1 und Lösung2 (0.5MNaCl, 10mM Tris 
pH7.4, 0.1%Tween) bei 70°C und drei 5-minütigen Waschgängen in Lösung2 (RT). Durch 
eine 15minütige Behandlung mit 50µg/ml RNAse A (Böhringer, Mannheim) in Lösung2 
(schüttelnd bei 37°C) wurden nicht gebundene RNAs abgebaut. Danach folgten drei je 
 
einstündige Waschgänge in Lösung3 (50%Formamid, 2xSSC pH7.0, 0.1%Tween) bei 
65°C. Die Embryonen wurden bei RT für je 5min zweimal mit TBS (+0.2%Tween) und 
einmal mit PBS (+0.2%Tween) gewaschen, bevor sie in 1%Böhringer-Block (mit 10% 
Sheepserum, 0.2% Tween) für 1h bei 4°C blockiert wurden. Gegen unspezifische 
Antkörper-/Hintergrundfärbung wurde die DIG-Antikörper-Blockierungslösung zeitlich 
parallel zur Embryonenbehandlung für 3h mit Embryonenpuder (s.u.) inkubiert. Die DIG-
Antikörper-Blockierungslösung wurde über Nacht auf die Embryonen gegeben und diese 
bei 4°C wippend inkubiert. 
Der dritte Tag der In-Situ-Hybridisierung bedarf einer Folge von drei 5-minütigen und 
sechs einstündigen Waschschritten in TBS (+0.2% Tween, +0.1% BSA) (RT). Über Nacht 
wurden die Embryonen erneut bei 4°C in dieser Waschlösung gespült. Am vierten Tag 
wurden die Embryonen zweimal je 1h in AP-Puffer gewaschen (100mM Tris pH9.5, 
100mM NaCl, 50mM MgCl2, 0.1% Tween) und danach in BM Purple (Roche) für 4h-
2Tage bei RT gefärbt und Fotos gemacht. Embryonen wurden nach Fotografie [StemiSV11 
(Apo), Zeiss] für zwei weiter Tage in BM Purple überfärbt und danach in Plastik 
eingebettet sowie geschnitten (s. vorherige Kapitel).   
Embryonenpuder, welcher in In-Situ-Hybridisierungen am ganzen Embryo zur Reduktion 
unspezifischer Antikörperfärbung eingesetzt wurde, wurde aus Embryonen (E11.5-E13.5) 
gewonnen. Dafür wurden die Embryonen in einem Volumen (1V= 1ml/g) PBS 
aufgenommen und homogenisiert. Nach Zusatz von 4V kaltem Aceton und 30min 
rotierender Inkubation bei 4°C wurde die Zellmasse für 10min bei 4°C und 7.700 rpm 
abzentrifugiert. Das Zellpellet wurde im selben Volumen resuspendiert, 10min auf Eis 
inkubiert und anschließend für 10min bei 4°C und 7.700 rpm abzentrifugiert. Nach der 
Lufttrocknung des Pellets auf Filterpapier wurde dieses zerkleinert und bei -20°C bis zum 
Gebrauch eingelagert. Vor dem Gebrauch wurde eine Spatelspitze des Embryonenpuders 
zur Hitzeinaktivierung endogener alkalischer Phosphatase in 2ml TBST aufgenommen und 
für 30min bei 70°C inkubiert. Nach anschließender Zentrifugation für 5min bei 4°C und 
5000 rpm konnte das Pellet im Antikörper-Böhringer-Blockierungsmix [10%Böhringer 
Block (Roche), 10% Sheepserum, 1:4000 anti-DIG-Fab gekoppelt an alkalische 
Phosphatase in PBS (+0.2%Tween)] gelöst, bei 4°C 2-4h rotierend inkubiert, danach für 
10min bei 4°C und 14000 rpm abzentrifugiert und der Überstand über Nacht auf die 
Embryonen gegeben werden.  
 
β-Galaktosidasefärbung am ganzen Embryo 
Für β-Galaktosidasefärbungen am ganzen Embryo wurden Embryonen aus den 
Verpaarungen von Z/AP-Indikator- mit MesP1-cre-Mäusen verwendet (E7.5-E9.5). Dafür 
wurden die Embryonen in kaltem PBS präpariert und für 15min fixiert (23mM NaH2PO4, 
77mM Na2HPO4, 2mM MgCl2, 5mM EGTA, 0.2%Glutaraldehyd, 0.02% Nonidet-P40, 
0.01% Natriumoxycholat). Nach kurzer Spülung der Embryonen in PBS wurden die 
Embryonen für 30min bei 70°C in PBS zur Inaktivierung endogener alkalischer 
Phosphatase inkubiert und anschließend nochmals mit PBS gewaschen. Nach 10minütiger 
Inkubation in AP-Puffer (100mM Tris-HCl pH9.5, 100mM NaCl, 10mM MgCl2) wurden 
die Embryonen durch Umsetzung des Substrates für alkalische Phosphatase, BM Purple 
(Roche, Verwendung des Überstandes nach 5min Zentrifugation bei RT und 3500rpm) in 
den Zellen blau gefärbt, in denen MesP1-cre exprimiert wurde, und Fotos  [StemiSV11 
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